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Des is wia bei jeda Wissenschaft, 
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A   Adenin, 2´-Desoxyadenosin 
abs.   absolut 
bzgl.   bezüglich 
bzw.   beziehungsweise 
B   Helligkeit (brightness; B = ε • Φ) 
C   Cytosin, 2´-Desoxycytidin 
CD   Circulardichroismus 
CI   Chemische Ionisation 
CPG   Controlled Pore Glass 
CyIQ   Cyanine Indole Quinoline 
d   Dublett, Schichtdicke 
Da   Dalton = g/mol 
DC   Dünnschichtchromatographie 
DCM   Dichlormethan 
d. h.   das heißt 
DIPEA  Diisopropylethylamin 
DMSO  Dimethylsulfoxid 
DMF   Dimethylformamid 
DMT   4,4´-Dimethoxytrityl 
DNA   Desoxyribonukleinsäure 
d. Th.   der Theorie 
entspr.  entspricht, entsprechend 
EI   Elektrische Ionisation 
EMBL   European Molecular Biology Laboratory 
ESI   Elektrosprayionisation 
FAB   Fast Atom Bombardment (Ionisierungsmethode in der MS) 
FACS   Fluorescence Activated Cell Sorting (Durchflusscytometrie) 
FRET   Fluoreszenzresonanz-Energietransfer 
exc   Anregung (excitation) 
FKS   Fötales Kälberserum 





isokrat.  isokratisch 
J   Kopplungskonstante 
kU   klick-Uridin (2´-O-Propargyl-Uridin) 
h   Stunde 
HPLC   High Performance Liquid Chromatography (Hochleistungs- 
   flüssigkeitschromatographie) 
HR-MS  Hochauflösende Massenspektroskopie (HR = high resolution) 
Hz   Hertz 
i. d. R.  in der Regel 
IR   Infrarot (λ = 780 nm – 1 mm), Infrarotspektroskopie 
LC   Liquid Chromatography 
m   Multiplett 
M   molar; mol/L 
MALDI  Matrix-assisted Laser Desorption/Ionization 
mbar   Millibar 
MeCN   Acetonitril 
MeOH  Methanol 
mg   Milligramm 
min.   Minute 
mL   Milliliter 
mm   Millimeter 
MS   Massenspektrometrie 
m/z   Verhältnis Masse zu Ladung 
nD20   Brechungsindex bei 20 °C und Deuteriumlampe 
Na-Pi   Natriumphosphatpuffer 
NIR   Nahes Infrarot (λ = 780 nm – 3 µm) 
NHE   Normalwasserstoff-Elektrode 
nm   Nanometer 
NMR   Kernspinmagnetresonanz (Nuclear Magnetic Resonance) 
NP   Nanopartikel 
Po   Ausgangsleistung Laser (optical output power) 
PBS   Phosphate buffered saline (Phosphatgepufferte Salzlösung) 





ppm   parts per million 
RP   Reversed Phase 
RT   Raumtemperatur 
rpm   rotations per minute 
s   Singulett, Sekunde 
SEC   Size Exclusion Chromatography  (Größenausschluss- 
   chromatographie) veraltete Bezeichnung für GPC 
s. o.   siehe oben 
T   Thymin, 2´-Desoxythymidin 
Tm   Schmelzpunkt [°C] 
TBTA   tris-(Benzyltriazolylmethyl)amine 
THF   Tetrahydrofuran 
TMS   Trimethylsilyl 
TO   Thiazolorange 
TOF   Time of Flight 
TR   Thiazolrot 
UC   Upconversion 
UCNP   Upconversion Nanopartikel 
UV/Vis  Ultraviolettes- und sichtbares Lichtspektrum (190 – 800 nm) 
V   Volt 
vgl.   vergleiche 
Vol.   Volumen 
z. B.   zum Beispiel 





λ   Wellenlänge  
Å   Ångström 
Ø   Durchmesser, Durchschnitt 





°C   Grad Celcius 
µm   Mikrometer 
τf   Fluoreszenzlebenszeit 
ΦF   Fluoreszenzquantenausbeute 
λmax/A   Wellenlänge des Absorptionsmaximums 
λmax/F   Wellenlänge des Fluoreszenzmaximums 














Die in dieser Arbeit verwendete Nomenklatur orientiert sich an den Chemical 
Abstracts[a] und an den von der IUPAC-IUB-Kommission[b] empfohlenen Richtlinien. 
Fachausdrücke aus dem Englischen werden kursiv gedruckt. Die Schreibweise von 
Fachausdrücken orientiert sich am DUDEN für chemische Fachausdrücke.[c] Nach 
DIN5008 wird als Dezimaltrennzeichen das Komma verwendet. 
  
[a] Chemical Abstracts, Index Guide, 77. 
[b] i) IUPAC Commision on Nomenclature of Organic Chemistry (CNOC) und 
 UPACIUB Joint Commision on Biochemical Nomenclature (JCBN), 
 Biochemistry 1971, 10, 3983-4004. ii) IUPAC-IUB (CBN); Tentative Rules for 
 Carbohydrate Nomenclature, Eur. J. Biochem. 1971, 21, 455-477. 
[c] O.-A. Neumüller, Duden – Das Wörterbuch chemischer Fachausdrücke, 

















































































































































































































































Auf ähnliche Weise verändern Schäden an unseren DNA-Basen den genetischen 
Code.[13, 14] Täglich wird unsere DNA durch UV-Strahlung, Chemikalien oder reaktive 
Sauerstoffspezies tausendfach geschädigt. In aller Regel merken wir davon nichts, 
da sie mit einer beispiellosen Effizienz repariert werden.[15, 16] Aber nicht immer. Ein 
Beispiel: In über 50 % aller Tumoren findet man eine inaktive Variante des 
Tumorsuppressorproteins p53.[17-20] Die Ursache für diese Inaktivität liegt in einem 
DNA-Schaden der durch die Reperaturmechanismen des Körpers nicht behoben 
wurde. 
Diese Beispiele verdeutlichen, dass wir einerseits verstehen und detektieren 
können, wie sich unsere DNA auf molekularer Ebene durch bestimmte Einflüsse 
verändert. Wie steht es aber um die Möglichkeit, darauf Einfluss zu nehmen und 
Schäden zu beheben bevor eine Krankheit ausbricht? Einige der wichtigsten 
Erkenntnisse dazu stammen von Andrew Fire und Craig Mello.[21, 22] Sie erkannten, 
dass Gene ganz gezielt durch kurze RNA-Stücke (siRNA) abgeschaltet werden 
können. Für die Arbeiten zu diesen als Gene-Silencing oder RNA-Interferenz 
bezeichneten Vorgängen erhielten Fire und Mellow 2006 den Nobelpreis für Medizin. 
Aber auch andere Ansätze wie z. B. die Gentherapie, bei der ein defektes Gen durch 
eine intaktes ausgetauscht wird, bieten ungeahnte Möglichkeiten. 
Wir verstehen erstmals, wie bestimmte Prägungen oder Krankheiten auf 
molekulargenetischer Ebene entstehen oder sich verändern. Zusätzlich haben wir 
erstmals die Möglichkeit, bestimmte Krankheiten ursächlich zu behandeln bzw. sie 
gezielt zu verhindern. All diese Erkenntnisse fundieren auf wissenschaftlichen 
Ergebnissen die durch bioanalytische Verfahren realisiert wurden. Dabei spielt die 
fluoreszente Bildgebung und Diagnostik eine große Rolle. Neben der intrinsischen 
Fluoreszenz, wie beispielsweise der des GFP (green fluorescent protein), bieten 
artifizielle Fluorophore wie z. B. Cyaninfarbstoffe, ein großes Anwendungsspektrum. 
Man findet sie in fast allen Bereichen moderner bioanalytischer Methoden, wie der 
Fluoreszenzmikroskopie, Polymerasekettenreaktion und in DNA- oder Protein-
Arrays. Mit der rasanten Entwicklung technischer Möglichkeiten wächst neben den 
etablierten Fluoreszenzsystemen auch der Bedarf an Neuartigen. In der 
Grundlagenforschung werden Chromophore benötigt, die ganz spezielle Strukturen 
wie z. B. DNA Einzelbasenmutationen und G-Quadruplexe detektieren oder Protein-





höherer Auflösungen der Mikroskope und dem Einsatz von Lasern Farbstoffe 
gesucht, die den gestiegenen technischen Anforderungen gerecht werden. Auch für 
die etablierten Methoden der DNA Analytik sind neuartige Fluorophorsysteme 
interessant, da sie durch zusätzliche Funktionen, wie z. B. Farbwechsel, das 
Leistungsspektrum bisheriger Sensoren oder Arrays erweitern können. 
Die Bioanalytik bildet die Grundlage für das Verständnis der Prozesse unserer 
DNA und RNA. Der Weiterentwicklung der bioanalytischen Methoden kommt daher 
eine große Bedeutung zu. Diese Arbeit soll dazu einen kleinen Beitrag liefern, indem 









Der Fokus dieser Arbeit liegt auf fluoreszenten DNA-Sonden für die 
Nukleinsäureanalytik und der Fluoreszenzmikroskopie. Neben anderen 
Forschungsgruppen entstanden auch in der Gruppe von Wagenknecht in den letzten 
Jahren vielversprechende Fluoreszenzsonden auf der Basis von Molecular 
Beacons.[23, 24] Dabei erwiesen sich die beiden Farbstoffe Thiazolorange und 
Thiazolrot, alleine oder in Kombination, als äußerst erfolgreich.  Beides sind 
Cyaninfarbstoffe, die während der DNA-Synthese in die Oligonukleotide geknüpft 
wurden. Auch eigene Arbeiten konnten bereits zeigen, dass sogar etablierte 
Farbstoffe, wie Cy3, ihr Leistungsspektrum erweitern können, wenn sie zusammen 
mit einem Elektronenakzeptor in DNA eingebaut werden.[25] Auf Grundlage dieser 
Erkenntnisse sollen weitere Sonden entwickelt werden, die vor allem das 
Anwendungsspektrum von Fluorophoren erweitern. Für die Entwicklung neuer 
Fluorophore bzw. fluoreszierender DNA-Sonden lassen sich einige Eigenschaften als 
grundsätzliche Zielvorgabe formulieren (s. Tabelle 1): 
 
Tabelle 1: Anforderungen an neuartige Fluorophorsysteme. 
Eigenschaft Hintergrund 
Anregung über λ = 450 nm Geringe Autofluoreszenz und hohe Eindringtiefe in biologische 
Medien. 
Große Stokes Verschiebung Erfassung eines großen Emissionsbereichs und Verringerung 
von Autofluoreszenz. 
Photostabilität Geringes Ausbleichen ermöglicht  die zuverlässige Erfassung 
von Signalen über lange Zeiträume. 
Geringe Toxizität Ermöglicht die ungestörte Erfassung längerer Zellprozesse und 
einen Einsatz der Sonde in vivo. 
Helligkeit Abhebung des Signals von Hintergrundfluoreszenz und 
Grundvoraussetzung der fluoreszenten Bildgebung. 
Synthese Geringer Syntheseaufwand zur Kostenreduzierung; einfache 








Teil 1  Entwicklung des Cyaninfarbstoffs CyIQ und funktionelle DNA 
Sonden: 
Im Hauptteil dieser Arbeit soll ein Cyaninfarbstoff (CyIQ, Cyanine Indole Quinoline) 
so weiterentwickelt und synthetisiert werden, dass er universell und postsynthetisch 
mit DNA verknüpft werden kann. Dies soll über eine kupferkatalysierte Cycloaddition 
zwischen einem alkinmodifizierten Nukleosid und dem azidmodifizierten Farbstoff 
realisiert und validiert werden. In einem zweiten Schritt sollen die grundlegenden 
photophysikalischen Eigenschaften des Farbstoffs in Verbindung mit DNA untersucht 
werden. Danach werden unterschiedliche fluoreszente Oligomere aufgebaut, die 
durch die Kombination mit CyIQ selbst oder Thiazolrot funktionelle Sonden ergeben. 
Das Ziel ist es, eine Sonde zu finden, die durch Farbwechsel oder 
Fluoreszenzlöschung Bindungsvorgänge visualisieren kann. Abschließend soll 
anhand zweier ganz unterschiedlicher Anwendungsbeispiele das Potential der CyIQ-
Sonden nachgewiesen werden. Dafür wird einerseits eine CyIQ-Dimer-Sonde für die 
Detektion von Basenfehlpaarungen verwendet. Eine andere CyIQ-DNA-Sonde soll 
die Visualisierung von DNA auf dem Weg in eukaryontische Zellen sowohl im 
Lichtmikroskop (live cell imaging) als auch im hochauflösenden Elektronenmikroskop 
ermöglichen. 
 
Teil 2  DNA-modifizierte Upconversion-Nanopartikel 
Im zweiten Teil dieser Arbeit soll eine Methode zur Oberflächenfunktionalisierung von 
Upconversion-Nanopartikeln mit DNA auf Basis der Klick-Reaktion entwickelt und 
validiert werden. Sogenannte Upconversion-Materialien zeigen intensive Fluoreszenz 
im sichtbaren Spektralbereich bei Anregung im energiearmen Infrarotbereich. Diese 
Eigenschaft macht Upconversion-Nanopartikel besonders interessant für die 
Fluoreszenzmikroskopie, da keinerlei Hintergrundemission auftreten sollte. Diese 
Eigenschaften sollen vergleichend für unmodifzierte und DNA-modifizierte 
Upconversion-Nanopartikel  untersucht werden. Die DNA verleiht den Nanopartikeln 
durch ihre Sequenz die Möglichkeit der molekularen Erkennung, was durch DNA 
gesteuerte Hybridisierung nachgewiesen werden soll. Dieser Teil der Arbeit 
entstammt einem Kooperationsprojekt mir der Forschungsgruppe von Prof. Wolfbeis 

















































rot) und DAPI 





















































































































































































Cyanine im Grundzustand liegen typischerweise in der all-trans Konformation vor, 
zeigen aber eine ausgeprägte cis-trans-Photoisomerisierung.[31] Die Rotation um die 
C-C-Bindung ist bei kurzen Methinbrücken (n = 1) sehr ausgeprägt, was sich in 
kurzen Lebenszeiten (τf = 15 – 500 ps Monomethincyaninen; τf = 1 – 2 ns Dimethin-
cyaninen) des photoangeregten S1-Zustandes und geringen Fluoreszenz-
quantenausbeuten zeigt.[32-34] Im Umkehrschluss steigt die Fluoreszenz bei Fixierung 
der Rotation stark an. Die photophysikalischen Eigenschaften können auch durch die 
konjugierten Heterocyclen, z. B. durch Einbringen weiterer Heteroatome (S, O oder 
Se), verändert werden. Je nach Struktur der konjugierten Heterocyclen ergeben sich 
symmetrische (gleiche Heterocyclen) und unsymmetrische (unterschiedliche 
Heterocyclen) Cynanine. Typischerweise absorbieren diese Chromophore in einem 
Wellenlängenbereich von 400 - 1000 nm. Viele davon zeigen auch Fluoreszenz. 
Neben der Emission sind Innere Umwandlung (IC, Internal Conversion) und Rotation 
die effizientesten Deaktivierungsprozesse des photoangeregten Singulett-Zustandes. 
Cyaninfarbstoffe sind in vielen organischen Lösungsmitteln und meist auch in 
Wasser löslich, wobei die Löslichkeit hierfür oft durch Alkylsulfonate verbessert wird. 
Trotzdem neigen Cyanine zur Aggregation, was oft mit einer Veränderung ihrer 
photophysikalischen Eigenschafteten einhergeht (s. Kapitel 3.3). In Verbindung mit 


































Abb. 3: a) Die drei Klassen von Cyaninfarbstoffen: Offenkettige Cyaninfarbstoffe (Strepto-Cyanine), Hemi-Cyaninfarbstoffe und 
geschlossenkettige Cyaninfarbstoffe. b) Typische Heterocyclische Komponenten von Cyaninfarbstoffen. R ist meist  eine 





durch Elektronentransfer.[25] Aktuelle Übersichtsartikel von Levitus et al.[31] und 
Armitage[28] sowie eigene Arbeiten[25] beleuchten das photophysikalische Verhalten 
von Polymethinfarbstoffen im Allgemeinen und in Verbindung mit DNA genauer.  
 All diese Eigenschaften machen Cyaninfarbstoffe zu einem wichtigen 
Arbeitsmittel der Bioanalytik. Bekannte Vertreter wie Cy3, Cy5, SYBR Green, TOTO 
oder YOYO, gehören mittlerweile zum Standartrepertoire molekularbiologischer 
Untersuchungsmethoden wie der Fluoreszenzmikroskopie, Gelelektrophorese, 
Proteinmarkierung (z.B. für Proteinarrays, Antikörperkopplungen) oder der DNA- und 
RNA Markierung (z.B. DNA Mikroarrays, Chromosomensonden, PCR). Neben den 
Grundeigenschaften zeigen Cyaninfarbstoffe oft intensive Wechselwirkungen mit 
ihrer Umgebung, was in der Bioanalytik gerade dann interessant ist, wenn bestimmte 
Strukturen oder strukturelle Änderungen der Mikroumgebung detektiert werden 
sollen. 
 In dieser Arbeit wird ein Cyaninfarbstoff weiterentwickelt, dessen 
Grundstruktur als E36 von Yong-Tae Chang veröffentlicht[35, 36]  und patentiert[37] 
wurde. Ursprünglich wird der Farbstoff als Styrylfarbstoff geführt, was jedoch nicht 
ganz zutreffend ist, da der Name kennzeichnend für Cyaninfarbstoffe mit Styrol-
Einheiten ist und diese in E36 fehlen.[38] Im Rahmen dieser Arbeit wird der 
weiterentwickelte Farbstoff als CyIQ (Cyanine Indole Quinoline) bezeichnet. Das 
Grundgerüst E36 ging aus einem Farbstoffscreening hervor, bei dem eine Reihe von 
kationischen Fluorophoren auf ihre Fähigkeit hin untersucht wurden, in lebenden 
Zellen spezifisch RNA anzufärben. Dabei ging es hauptsächlich darum, 
Chromophore zu finden, welche die Zellmembran überwinden und spezifisch an RNA 
und nicht an DNA binden. Üblicherweise erfolgt dies per Mikroinjektion eines 
Fluorophors oder über Hybride aus RNA bindenden und fluoreszierenden Peptiden 
(z. B. GFP), was für die Visualisierung globaler RNA-Prozesse in der Zelle wenig 
geeignet ist. Ein Hauptziel ist es, RNA im Nukleus und Nukleolus in lebenden Zellen 
zu verfolgen. In unterschiedlichen Zelllinien konnte gezeigt werden, dass dies unter 
anderem mit E36 möglich ist. Der Farbstoff zeigt dabei eine geringe Zell- und 
Phototoxizität. In Titrationsexperimenten konnte gezeigt werden, dass E36 besser an 
RNA als an DNA bindet, was sich durch einen fast doppelt so hohen 
Fluoreszenzanstieg bei RNA erklärt. Die optischen Eigenschaften, die in Tabelle 2 





kovalent mit DNA zu verknüpfen. Eine kovalente Verknüpfung des Farbstoffs mit 
DNA ist bisher nicht bekannt. 
 
Tabelle 2: Optische Eigenschaften der Grundstruktur (E36) von CyIQ nach Chang et al.[35] 
Struktur 
λexc/λem [nm] 


















3.2 Fluoreszenzmarkierung von Oligonukleotiden / DNA Sonden 
Die natürlichen Nukleoside A, G, C und T zeigen nahezu keine intrinsische Emission 
(ΦF = 0,5 – 3 x 10-4).[39, 40]  Eine direkte Fluoreszenzdetektion ist also nicht möglich, 
schafft aber gleichzeitig die Möglichkeit, Fluorophore in DNA einzuführen und diese 
ohne Hintergrundemission zu detektieren. Grundsätzlich können Farbstoffe kovalent 
mit DNA verbunden werden oder als freier Farbstoff mit der DNA in Wechselwirkung 
treten. Freie Farbstoffe interkalieren dabei entweder in den Basenstapel 
(Interkalatoren) oder binden in eine Furche der Doppelhelix (groove binder). Gleiches 
gilt für RNA. Im Rahmen dieser Arbeit werden Farbstoffe kovalent in Oligomere 
eingebaut, weshalb sich dieses Kapitel grundsätzlich mit Varianten für den 


































































































































































D) Terminale Verknüpfung  
Dies ist der am meisten verbreitete und etablierte Ansatz. Der 
Fluoreszenzfarbstoff wird über einen Linker am 3´- oder 5´-Ende mit der DNA 
verknüpft. Die Sonde dient meist lediglich als Marker der DNA. Die typischen 
Vertreter sind Cy3 und Cy5. 
 
Die kovalente Verknüpfung von DNA mit Farbstoffen bringt einige Vorteile mit sich. 
Zum einen lässt sich die Position des Fluorophors in der Sequenz exakt bestimmen, 
was zu definierten Strukturen führt. Des Weiteren ergibt sich aus der Natur einer 
festen Verknüpfung die Möglichkeit, die Position von DNA oder RNA z. B. in Zellen 
zu visualisieren. Kovalent gebundene Fluoreszenzsonden sind damit ein praktikabler 
Ersatz für radioaktive Marker und Interkalatoren. 
 Neben dem direkten Einbau von Fluorophoren während der DNA-Synthese 
gibt es die Möglichkeit der postsynthetischen Modifikation. Dabei wird eine reaktive 
Gruppe während der DNA-Synthese in das Oligomer eingebracht, an die später ein 
Fluorophor chemoselektiv gebunden wird. Der Vorteil dieser Methode ist, dass auch 
Bausteine, die nicht mit der DNA-Festphasenchemie kompatibel sind, verknüpft 
werden können. Für diesen Ansatz sind mild ablaufende Reaktionen nötig, die 
spezifisch, bioorthogonal und am Besten in wässrigen Lösungen funktionieren. In 
den letzten Jahren entstanden einige vielversprechende Ansätze die über Diels-Alder 
Reaktion, Staudinger-Ligation, Huisgen-Reaktion oder über thiolmodifizierte DNA 
ablaufen. In einem Übersichtsartikel von Marx et al. werden einige dieser 
Möglichkeiten genauer beleuchtet.[43] In Abb. 5 sind die wichtigsten Möglichkeiten 








Abb. 5: Einige Möglichkeiten zur postsynthetischen Funktionalisierung von DNA.[43-48] 
  
In dieser Arbeit wurde die kupferkatalysierte [2+3]-Cycloaddition zwischen Alkinen 
und Aziden nach Huisgen,[49, 50]  Sharpless,[51]  und Meldal[52] umgesetzt. Die 
Reaktion ist der bekannteste Vertreter der Klick-Reaktionen. Thomas Carell schreibt 
2008 in einem Übersichtsartikel: Die Klick Konjugation ist „…auf dem besten Wege, 
die Synthese funktionalisierter DNA-Stränge zu revolutionieren“.[53] Er fasst damit 
sehr treffend zusammen wie sich dieser Ansatz in den letzten Jahren entwickelt hat 
und welches Potential er birgt.[54] Die Methode wurde bereits von einigen Gruppen in 
unterschiedlicher Weise umgesetzt. Tabelle 3 soll hierüber einen kurzen Überblick 
verschaffen. Chemische Details zur Reaktion finden sich in Kapitel 4.1.4, die Klick-
Konjugation von DNA mit Nanopartikeln wird in den Kapiteln 3.4.3 und 7.1 





bekannt. Hierbei werden die Reaktionen über gespannte Cyclooctinderivate[46, 55] 
(oder Nitriloxidverbindungen[47, 48, 56] ermöglicht (s. Abb. 5). 
 
Tabelle 3: Übersicht einiger Anwendungsbeispiele der Klick-Konjugation von Aziden mit Alkinen in Bezug auf Nukleinsäuren. 
Lit. Anwendung 
[57, 58] Klick-Konjugation kleiner, z. T. biogener Moleküle an RNA und siRNA. 
[59] Sequenzielle Click-Reaktion von drei unterschiedlichen Molekülen an 
DNA durch variierende Schutzgruppen. 
[60] Fluorogene Klick-Reaktionen (Übersicht). 
[61] Fluorophore für die kupferfreie und/oder kupferkatalysierte Klick-
Konjugation von Biomolekülen. 
[62-64] Klick-Reaktion an octinmodifizierten Uridinen (bis zu sechs 
Funktionalisierungen). 
[65] Immobilisierung von DNA auf Glasoberfläche via Klick-Reaktion. 
[66-69] DNA-Ligation (cross linking) und Cyclisierungen von DNA durch Klick-
Reaktion. 
[43, 53, 54, 70] Übersichtsartikel. 
 
Auch die Gruppe von Wagenknecht nutzte die Klick Reaktion bereits, um z. B. IR-
emittierende Farbstoffe[71] oder Nilblau[72] an alkinmodifizierte Uridine oder acyclische 
Basensurrogate zu knüpfen. 2009 verglichen sie zusammen mit Wolfbeis et al. 
unterschiedliche Klickbausteine und konnten zeigen, dass 2´-O-Propargyluridin 
einem acyklischen Alkin vorzuziehen ist, da die DNA-Stabilität durch Basenpaarung 
des Uracils intakt bleibt.[73]  
 Die Gruppe von Carell zeigte bereits, in welche Richtung sich die Klick-
Konjugation weiterentwickeln könnte. Sie konnten durch Polymerasekettenreaktion 
unterschiedliche alkin- und azidfunktionalisierten Nukleosidtriphosphate in DNA (300, 
900 und 2000 Basen) einbauen und diese postsynthetisch modifizieren.[74, 75] Mit 
dieser Methode wäre es künftig möglich, nicht nur Oligomere postsynthetisch zu 
























































t al. [76]   
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minimiert.[28] Bei den Übergangsdipolmomenten spielt nicht nur der Verschiebungs-
winkel α eine wichtige Rolle, sondern auch der Rotationswinkel θ (s. 





Durch die Aufspaltung in unterschiedliche Energiezustände verändern sich auch die 
Relaxationsprozesse und damit die Fluoreszenz. J-Aggregate zeigen Fluoreszenz 
mit teilweise höheren Quantenausbeuten als die Monomere. Dieser Effekt ist gut 
beschreiben und seit langem bekannt.[79] Die Fluoreszenz von H-Aggregaten ist 
dagegen in den meisten Fällen gelöscht, was ebenfalls seit langem bekannt ist.[79, 89-
92] Nach Kasha[86, 87] und Förster[93] wird der energiereiche Exciton-Zustand der H-
Aggregate durch schnelles Internal Conversion in einen energetisch niedrigeren 
Zustand überführt.[94] Elektronen aus diesem Zustand werden strahlungslos in den 
Grundzustand transportiert. Die Fluoreszenz wird gelöscht. Bis vor kurzem waren nur 
seltene Ausnahmen dieser Regel bekannt. Sie wurden bei sehr tiefen 
Temperaturen[95-99] oder Monolagen[100, 101] aggregierter Moleküle beobachtet. 
Wortmann und Würthner beschrieben jedoch 2006 fluoreszente H-Aggregate von 
Merocyaninen unter Normalbedingungen (25 °C, Dioxan).[89] Den Grund für die 
theoretisch verbotene Fluoreszenz fanden sie in einer ganz bestimmten Anordnung 













Abb. 8: Einfluss der räumlichen Anordnung coplanarer Chromophor-Dimere und deren Übergangsdipolmomente auf das 
Absorptionsverhalten. a) Verschiebungswinkel α (Seitenansicht) und Rotationswinkel θ (Draufsicht); Pfeile repräsentieren die 





(α > 54,7°; θ ≠ 0° oder 90°) ist ein Übergang auf das niedrigere Exciton-Niveau 
möglich und damit Fluoreszenz.  
 Auch in der Gruppe von Wagenknecht wurden fluoreszente H-Aggregate 
beobachtet.[102] Sie traten bei Dimeren aus Thiazolorange auf, die durch die DNA in 
einer antiparallelen Orientierung aggregierten. Auch in diesem Fall war diese Art der 
Orientierung in Verbindung mit einer helikalen Verdrehung der Übergangsdipol-
momente entscheidend. Bemerkenswert ist, dass dies der erste Fall fluoreszenter H-






Aus diesem Beispiel wird deutlich, dass bei DNA-gesteuerter Dimer-Bildung die 
Verknüpfung mit der DNA eine entscheidende Rolle spielt. Zur Steuerung der 
Aggregate müssen die Linker entsprechende Längen und Verknüpfungen aufweisen. 
Bei parallel, sehr eng verknüpften Chromophoren in einer Intrastrang Anordnung ist 
die Ausbildung von H-Aggregaten sehr wahrscheinlich. Okamoto et al. nutzen diese 
Art der Verknüpfung für den Aufbau funktioneller DNA Sonden, indem sie ein mit 
Thiazolorange doppelt modifiziertes Desoxythymidin in Oligomere einbauten.[103-106] 
Diese als ECHO-Sonden („Exciton-Controlled Hybridization-Sensitive Fluorescent 
Oligonucleotides“) bezeichneten Oligomere zeigen im Einzelstrang keine 
Fluoreszenz, aufgrund gelöschter H-Aggregate. Die Aggregate werden bei 
Ausbildung eines Doppelstranges aufgelöst und zeigen Monomer-Fluoreszenz. 
Dieses Thema spielt in Kapitel 4.5.2 noch eine wichtige Rolle. 
 









Abgrenzung zu Excimeren und Exciplexen: 
An dieser Stelle muss die Ausbildung von Excimeren als ein weiteres Phänomen von 
Chromophorwechselwirkungen erwähnt werden, das nicht mit Excitonen verwechselt 
werden darf. Das Zustandekommen von Excimeren unterscheidet sich dabei 
grundlegend. Im Vergleich zu excitonisch gekoppelten Aggregaten liegt bei 
Excimeren nicht von Anfang an ein Aggregat vor, sondern es bildet sich erst, wenn 
sich einer der beiden Chromophore in einem angeregten Zustand befindet. Man 
bezeichnet diesen Zustand auch „excited dimer“, woraus sich der Begriff Excimer 
ableitet.[107-112] Bildet sich ein solches Dimer aus zwei unterschiedlichen Molekülen, 
so wird das Aggregat als Exciplex bezeichnet, was sich von „excited complex“ 
ableitet.[107, 113-115] Das Phänomen der Excimer-Bildung ist seit langem bekannt und 
wurde von Förster und Kaspar ausführlich untersucht.[116] Die Vorgänge lassen sich 
anhand eines vereinfachten Energieniveaudiagramms erläutern (Abb. 11 b).[117] 
 Bei Annäherung zweier Chromophore steigt deren repulsive Wechselwirkung 
und damit die Energie zwischen beiden Molekülen. Kommt es trotzdem zu einer 
weiteren Annäherung, so bildet sich ab einer bestimmten Distanz r aus dem Dimer 
ein Excimer. Die treibende Kraft dabei ist eine Absenkung der Energie im Excimer-
Zustand. Das Excimer kann als neue energetische Spezies betrachtet werden und 
zeigt charakteristische Eigenschaften hinsichtlich Reaktivität und photophysikalischer 
Besonderheiten.[118] Typisch für Excimere ist eine energieärmere und damit 




























energetisch abgesenkten Niveau[117]  des Excimers oder Exciplexes in den 
Energiezustand repulsiver Monomere. Charakteristisch ist auch, dass dabei jegliche 






Abb. 11: a) Zustandekommen von Excimeren, Exciplexen und excitonischen Wechselwirkungen zwischen zwei Molekülen (M 
und N = Monomere, D = Dimere). Die gebildeten Dimere sind in ihrer photophysikalischen Natur nicht gleich. b) 
Energiediagramm der Excimerbildung und darunter das theoretische Emissionsspektrum bei Relaxation in den Grundzustand. 
(Wiedergabe mit Genehmigung aus Lit.[120]). 
 
Wie auch bei den excitonischen Wechselwirkungen eignet sich DNA für die 
Ausbildung von Excimeren als Struktur gebendes Werkzeug. Dazu gibt es eine 
Vielzahl von Anwendungsbeispielen in denen Excimere aus Anthracen,[121] Pyren[111, 
112, 122, 123] oder Perylen[124] aufgebaut wurden. Darunter auch die Gruppe von 
Wagenknecht, die Perylenbisimid-modifizierte Oligomere zur Detektion von 
Einzelbasenpolymorphismen verwendeten.[125] Hierbei ist eine sehr effiziente 
Excimer-Fluoreszenz nur bei den mutierten Basen zu sehen. Bei korrekter 
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27687 vom August 2008). Wenn man bedenkt, dass 1 Nanometer der millionste Teil 
eines Millimeters ist, so bekommt man eine ungefähre Ahnung, in welcher 
Größenebene man sich bewegt (s. Abb. 14). Genau das macht Nanopartikel so 
interessant. Durch ihr Verhältnis zwischen Oberfläche und Größe sind Nanoteilchen 
sehr reaktionsfähig und zeigen meist komplett andere Eigenschaften als dasselbe 
Material im makroskopischen Maßstab. Sie können als Aggregate oder als einzelne, 
monodisperse Partikel vorliegen und dabei die unterschiedlichsten chemischen, 
physikalischen oder biologischen Funktionen aufweisen. Neben den bereits 
erwähnten Gold, TiO2 und ZnO Nanopartikeln gibt es eine Reihe weiterer künstlich 
erzeugter Vertreter: Silber-Nanopartikel, SWNT bzw. MWNTS (Single bzw. Multi-
Walled Carbon Nanotubes), Quantenpunkte (CdSe, CdTe), magnetische 
Nanopartikel (Fe3O4), CdS oder Upconversion Nanopartikel. Neben diesen 
anorganisch geprägten Nanopartikeln gibt es eine ganze Reihe sog. weicher 
Nanoteilchen, die oft aus selbstassemblierten bioorganischen oder organischen 
Bausteinen wie z. B. Lipiden aufgebaut sind.[133, 134]  Sie sind vor allem für ihre 
bessere Biokompatibilität bekannt.  
 Die Nanotechnologie bietet ein enormes Potential für die moderne Forschung 
und neuartige Anwendungen. So werden Nanopartikel bereits in der Medizin als 
Wirkstofftransporter, nichtvirale Vektoren oder als antimikrobielle Oberflächen-
beschichtungen eingesetzt.[135-137] Ein besonders spannendes Beispiel auf diesem 
Gebiet ist die hyperthermische Tumorbehandlung mit magnetischen Nano-
partikeln.[138, 139]  Dabei werden magnetische Nanopartikel in die Nähe des Tumors 
injiziert, selektiv aufgenommen und durch ein Magnetfeld induktiv erhitzt. Dadurch 
werden lokal die Tumorzellen zerstört. Auch in großtechnischen Anlagen zur 
Gewinnung erneuerbarer Energien, Schadstoffumsetzung oder Wasseraufbereitung 
spielen Nanoteilchen eine vielversprechende Rolle. Für bioanalytische Anwendungen 
sind vor allem fluoreszierende Nanomaterialien von Interesse. Die interessantesten 
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anderen Seite dienen als nichtviraler Vektor, vor allem für den Einsatz von DNA/RNA 
als Wirkstoff,[137] und bringen zusätzlich die jeweils materialspezifischen „Nano“-
Eigenschaften (z. B. Fluoreszenz)  mit.  
 Prinzipiell können Nukleinsäuren kovalent oder über unterschiedliche nicht-
kovalente Wechselwirkungen auf Nanopartikeln immobilisiert werden. Da es sich bei 
Nanopartikeln grundsätzlich um Feststoffe handelt, können etablierte Verknüpfungs-
methoden aus der Oberflächen-Chemie eingesetzt werden. So werden häufig 
streptavidinmodifizierte Nanopartikel mit biotinylierter DNA verbunden. Der Nachteil 
dieser Methode ist der hohe Raumanspruch des Proteins Streptavidin (60.000 Da) 
und unspezifische Wechselwirkungen. Für eine kovalente Verknüpfung wird häufig 
eine Kupplung aus Nanopartikeln mit epoxidierten Oberflächen und amin-
modifizierten (Aminalkyl-Linker) DNA-Strängen durchgeführt. Aminmodifizierte 
Oligomere können auch über Amidbindung an carboxylierte Nanopartikel, oder 
umgekehrt, geknüpft werden.[163] Vor allem bei Gold-Nanopartikeln haben sich 
Kopplungen mit Schwefelverbindungen etabliert, da diese besonders gut an Gold 
koordinieren. Typischerweise werden Thiol-, Disulfid- oder Phosphin-Liganden als 
Ankergruppen verwendet, die entweder eine zweite funktionelle Gruppe tragen oder 
direkt mit der DNA verbunden sind.[164] Derart modifizierte Nukleinsäuren können 
einfach über die DNA-Fetphasensynthese z. B. mit terminalen Alkylthiolen 
synthetisiert und danach direkt verknüpft werden. Diese Methode kann auch bei 
Quantenpunkten verwendet werden. Durch den anorganischen Charakter mancher 
Nanomaterialien kann DNA aber auch rein durch attraktive Wechselwirkungen auf 
die NP-Oberfläche adsorbiert werden. Beispiele hierfür sind Verknüpfungen über 
hydrophobe Wechselwirkungen von DNA mit Graphen-Nanoröhren oder über 
ionische Wechselwirkungen mit Cd2+ in Quantenpunkten.[164-167] 
 
DNA-funktionalisierte Upconversion-Nanopartikel 
Upconversion-Materialien verfügen selbst über keine funktionellen Gruppen für die 
Biokonjugation. Daher werden sie meist mit Silica-Hüllen umgeben, die weitere 
funktionelle Gruppen enthalten können. Für Verknüpfungen von DNA mit 
Upconversion-Nanopartikeln sind allgemein nur wenige Beispiele bekannt, die sich 





Peng Zhang et al. beschäftigen sich seit mehreren Jahren mit DNA-Sonden die aus 
einem FRET-System DNA-funktionalisierter UCNPs und Fluorophoren aufgebaut 
sind.[155] Die Nukleinsäuren wurden dabei über aminmodifizierte Oligomere entweder 
durch Bromcyan an Alkohole der Silicahülle geknüpft[168] oder mit EDC an 




Im Gegensatz dazu nutzen Yong Zhang et al. elektrostatische Wechselwirkungen 
zwischen Upconversion Nanopartikeln und DNA oder RNA. [152, 161] Dazu sind die 
Oberflächen der UCNPs Aminofunktionalisiert. In wässriger Pufferlösung sind diese 
positiv geladen und bilden somit elektrostatische Wechselwirkungen mit dem negativ 
geladenen Rückgrat der DNA aus. Zhang et al. konnten dabei beobachten, dass 
DNA bzw. RNA auf diese Weise bei der Transfektion vor Nukleasen geschützt 
werden.  
 Eine ganz klassische Verknüpfung wird von einer finnischen Forschungs-
gruppe um Tero Soukka verwendet. Sie knüpfen biotinylierte Oligomere an mit 
Streptavidin modifizierte UCNPs. Vor kurzem veröffentliche die Gruppe ein 
































Abb. 20: Die bisher einzig bekannten kovalenten Verknüpfungsmethoden für DNA und UCNPs über aminfunktionalisierte 
Oligomere. a) Über die Aktivierung von Carbonylgruppen an der UCNP-Oberfläche mit EDC (1-Ethyl-3-(3-dimethyl-
aminopropyl)carbodiimid) kann die DNA im zweiten Schritt verknüpft werden. b) Variante der Aminkopplung, bei der 
Alkoholgruppen der Silica-Hülle von UCNPs mit Bromcyan aktiviert werden, und im zweiten Schritt mit der aminmodifzierten 





UCNPs in einer speziell entwickelten Apparatur detektiert werden können.[170] Die 
spezielle Konstruktion ist notwendig, da konventionelle Lesegeräte für Mikrotiter-
platten nicht für UC-Materialien konzipiert sind. 
 Es hat sich gezeigt, dass bereits einige Methoden erfolgreich für die DNA 
Verknüpfung eingesetzt werden. Trotzdem besteht ein großer Bedarf an neuartigen 
und alternativen Verknüpfungstechniken. Grundsätzlich sind besonders solche 
Methoden geeignet, die unter milden chemischen und wässrigen Bedingungen 
ablaufen, da dies das Arbeiten mit DNA voraussetzt.  Methoden, die eine dichte, 
kovalente und definierte Oberflächenfunktionalisierung liefern, sind das Ziel 
neuartiger Ansätze. So soll im Rahmen dieser Arbeit die kupferkatalysierte Cyclo-
addition zwischen Alkinen und Aziden für die Verknüpfung von UCNPs mit DNA 
entwickelt und auf ihren Nutzen untersucht werden. Die Vorteile sind die 
Bioorthogonalität der Reaktion, milde Bedingungen, geringer Raumanspruch und die 
Möglichkeit der quantitativen Reaktionskontrolle mittels IR-Spektroskopie. Nach 
sorgfältiger Literaturreche ist diese Methode für UCNPs neuartig und wurde bisher 
noch nie veröffentlicht. Es gibt jedoch aktuelle Beispiele, bei denen andere Arten von 
Nanopartikeln durch Klick-Konjugation, teilweise auch mit DNA, funktionalisiert 
wurden: Magnetische Nanopartikel mit DNA,[171] Goldnanopartikel mit Lipase,[172] 
Silica-Nanopartikel mit DNA[173] und Polymernanopartikel mit unterschiedlichen 




„Riskante Zwerge“,[176] „Kleine Teilchen, großes Risiko“[177] oder „Rätsel um das 
Nano-Risiko“[178] sind typische Schlagzeilen die in den letzten Jahren Einzug in die 
Alltagsmedien finden. Sie setzen sich mit dem Gefahrenpotential von Nano-
materialien auseinander, die zunehmend Einzug in Alltagsgegenstände und 
Substanzen finden. Die Sorge ist berechtigt. Nanoteilchen können aufgrund ihrer 
geringen Größe (< 100nm) über die Schleimhäute, Lunge oder Haut aufgenommen 
werden und in Zellen gelangen. Für eine ganze Reihe von Nanomaterialien konnte 
bereits ein hohes Maß an Cytotoxizität nachgewiesen werden. Für andere Nano-





sind, wie z. B. TiO2 in Sonnencremes. Klar ist nur: Die Gefährlichkeit von Nano-
materialien folgt keiner allgemeinen Systematik. Zwar spielen Größe, Material usw. 
oft die entscheidende Rolle, letztendlich weißt aber jede Art von Nanopartikeln eine 
spezielle Toxizität auf. Dies erschwert es, Nanoteilchen allein nach ihren Substanz-
merkmalen einzustufen. Es ist daher besonders wichtig, jegliche Art von Nano-
partikeln auf ihr Gefährdungspotential hin zu untersuchen, beispielsweise mit Hilfe 
von Cytotoxizitäts-Assays. Die Zell- oder Cytotoxizität gibt grundlegende Hinweise 
auf das Gefährdungspotential des untersuchten Materials für Lebewesen. Die 
Ergebnisse können jedoch nicht ohne weiteres auf komplexe Organismen übertragen 
werden.  
 2008 erschien mit dem Titel „Cytotoxicity of Nanoparticles“ einer der 
umfangreichsten Übersichtartikel zu diesem Thema.[179] Darin werden die gängigsten 
Arten von harten Nanopartikeln und deren wichtigste Zelltoxizitätsstudien 
zusammengefasst. Der Artikel beinhaltet folgende Materialien (teilweise auch mit 
funktionalisierten Oberflächen): 
 
 Fullerene (bis 270 nm)      
 SWNTs (Single-Walled Carbon Nanotubes)  
 MWNTs (Multi-Walled Carbon Nanotubes)  
 Gold Nanopartikel  
 Gold Nanohüllen (Gold Nanoshells) 
 Gold Nanostäbchen (Gold Nanorods) 
 magnetische Nanopartikel (Fe3O4)  
 Quantenpunkte (CdSe und CdTe)       
 
Als Resümee lassen sich einige wichtige Punkte und Gemeinsamkeiten 
zusammenfassen: Die Dosis und Einwirkzeit spielt bei allen untersuchten Nano-
partikeln eine entscheidende Rolle. So fanden alle Forschungsgruppen cytotoxische 
Effekte bei höheren Konzentrationen, die in einer Zeit- und  Dosisa-bhängigen Weise 
auftraten. Generell überstehen Zellen eine kurzeitige Konfrontation mit Nanopartikel-
konzentrationen von weniger als 10 µg/mL unbeschadet. Ein zweiter gemeinsamer 





Partikel.[180] Solche mit positiver Ladung sind toxischer als anionische.[181] Der Grund 
für diesen Unterschied liegt in attraktiven Wechselwirkungen von kationischen 
Partikeln mit der negativ geladenen Zell-oberfläche und der dadurch verbesserten 
Aufnahme. Neutrale Nanopartikel zeigen allgemein die höchste Biokompatibilität. Die 
geringste Cytotoxizität all dieser Materialein zeigen Gold-Nanopartikel. Aber auch 
hier konnten bei Konzentrationen höher als 200 µg/mL toxische Effekte beobachtet 
werden. Bei allen Nanopartikeln konnte beobachtet werden das die Zellaufnahme mit 
der Cytotoxizität korreliert, das heißt, je mehr Partikel in den Intrazellulärraum 
aufgenommen werden desto toxischer sind sie. 
 Diese Gemeinsamkeiten ermöglichen ein besseres Verständnis der 
Zusammenhänge zwischen Stoffeigenschaften und Cytotoxizität. Dabei müssen aber 
auch die Schwachstellen der bisherigen Untersuchungen erwähnt werden. Zum 
einen lassen sich die Ergebnisse aus den in vitro Untersuchungen nicht einfach auf 
in vivo Anwendungen übertragen. Dazu fehlen Langzeitstudien, die genomische 
Effekte oder wiederholende Expositionen berücksichtigen. Dieser Punkt ist im 
Hinblick auf die schnelle Entwicklung der Nanomedizin besonders wichtig.[135] Ein 
weiterer kritischer Punkt ist, dass bisher keine standardisierten Testmethoden 
angewandt werden, die einen transparenten Vergleich zulassen.  
 In Abgrenzung zu den bisher vorgestellten, anorganisch geprägten Nano-
partikeln gibt es weiche Nanopartikel, die ungefährlich sind und z. B. in Form von 
Liposompräparaten bereits auf dem Markt erhältlich sind.[133] Polymilchsäure-partikel 
z. B. liefern nichttoxische Abbauprodukte, die über die Niere ausgeschieden 
werden.[133] 
 Die Aufmerksamkeit für den Nutzen und die Risiken der Nanomaterialen ist 
sowohl in der Gesellschaft als auch in der Wissenschaft sehr hoch, was aufgrund 
des enormen Anwendungspotentials der Nanotechnologie besonders wichtig ist. Es 
scheint eine frühe, sachlich fundierte und kritische Auseinandersetzung mit diesen 
neuartigen Substanzen stattzufinden, was sicherlich zielführender ist als polemische 
Diskussionen. „Eine Bagatellisierung von Risiken ist ebenso wenig hilfreich wie deren 
Dramatisierung, insbesondere solange keine fundierten Daten vorliegen“ schreibt 






Fazit: Es ist unerlässlich für ein effektives Risikomanagement, jede neue Art von 
Nanopartikeln experimentell und durch fundierte Kenntnisse auf deren toxisches 
Potential zu prüfen und validieren. So wurden auch die in dieser Arbeit entwickelten 
DNA-funktionalisierten UCNPs auf ihre Cytotoxizität untersucht, was überraschende 
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4 Entwicklung von DNA-Sonden mit CyIQ 
 
Ziel von Fluorophor-DNA-Sonden ist, durch Farbwechsel, Fluoreszenzlöschung oder 
Intensitätsänderungen bestimmte biologische Strukturen oder die Anwesenheit von 
Ziel-DNA anzuzeigen. Für diese Art von Anwendungen erschein der CyIQ-Farbstoff 
(Cyanine Indole Quinoline), dessen Grundstruktur bereits von Young-Tae Chang 
veröffentlicht wurde,[35, 36] gut geeignet. Der Fluorophor besteht aus einem 
auxochromen (Indol) und einem antiauxochromen (Chinolin) Teil, der durch eine 





Die grundlegende Idee bei der Entwicklung von CyIQ-DNA war es, den Farbstoff 
postsynthetisch eng an die DNA zu kuppeln. Die räumliche Nähe soll dabei eine 
möglichst effektive DNA-Fluorophor bzw. Fluorophor-Fluorophor Wechselwirkung 
ermöglichen, welche die Ausbildung excitonischer Wechselwirkungen unterstützen 
soll. Die postsynthetische Kupplung folgt dem Ziel,  Chromophore schnell und ohne 
synthetischen Aufwand nachträglich an jede beliebige Stelle der DNA knüpfen zu 
können. Hierfür erscheint die Kupfer-(I)-katalysierte „Klick“-Konjugation eines Azids 
mit einem Alkin nach Huisgen,[49, 50] Sharpless,[51, 182] und Meldal[52] besonders 
geeignet, da sie bioorthogonal und unter milden wässrigen Bedingungen verläuft. 
Dieser Ansatz gewinnt in den letzten Jahren zunehmend an Bedeutung[45, 54] und 
wird auch an der Universität Regensburg u. a. von Wagenknecht[73] und Wolfbeis[61, 
183] erfolgreich umgesetzt.  
 In dieser Arbeit wird der Chromophor mit einem Alkyl-Azid-Linker modifiziert, 
der das π-System des Farbstoffs nicht stört und ihn gleichzeitig flexibel hält. Das 
entsprechende terminale Alkin wird über ein literaturbekanntes[184] und in der 
Abb. 21: Grundgerüst des CyIQ-Chromophors bestehend aus einem Chinolin- und einem Indol-Teil, der über eine kurze 
Polymethinbrücke verknüpft ist. 
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Arbeitsgruppe bereits etabliertes 2´-O-Propargyl-Uridin in die DNA eingebaut. 
Dadurch bleibt die Basenpaarung und Stapelung der DNA erhalten.[184] Dieses 
Kapitel soll den systematischen Aufbau von CyIQ-DNA-Sonden darstellen. Synthese 
und Einbau in DNA bilden zu Beginn die Grundlage für alle weiteren Schritte. Die 
anschließenden Untersuchungen der optischen Eigenschaften geben die Richtung 
für die gezielte Weiterentwicklung des DNA-Chromophor-Systems vor. Erste 
bioanalytische Anwendungsbeispiele sollen den Nutzen und das Potential dieses 
maßgeschneiderten Systems unterstreichen. 
 
 
4.1 Synthese und Klick-Konjugation 





Für den postsynthetischen, kovalenten Einbau in DNA wurde eine Synthesestrategie 
erarbeitet, die eine Verknüpfung am Chinolin-Stickstoff des Farbstoffs vorsieht. Dazu 
wird zu Beginn 2-Methylchinolin (1) mit 1-Iodpropanol alkyliert und man erhält 2. Um 
den primären Alkohol in ein Azid umzuwandeln, stellte sich die Frage, ob nicht 
Abb. 22: Syntheseschema des azidmodifizierten CyIQ-Chromophors. a) 1-Iod-3-Propanol, Dioxan, 60 °C, 96 h, 52 %, b) 
Piperidin, EtOH, 24 h Rückfluss  87 %, c) Diphenylphosphinyl Azid, Ph3P, DIAD, MeCN, 24 h, RT, 24h, 50 °C, 18 %.  
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Halogene als bessere Abgangsgruppe zu bevorzugen sind. Versuche, das 
2-Methylchinolin (1) mit 1-3-Diiodpropan zu alkylieren, führten jedoch zu falschen 
Produkten. Des Weiteren muss bei dieser Stufe darauf geachtet werden, frisch 
hergestelltes 1-Iodpropanol zu verwenden, welches man aus einer Finkelstein- 
Reaktion mit 1-Chlorpropanol und Natriumiodid erhält. Wurde älteres Iodpropanol 
verwendet, so verlief die Reaktion mit schlechten Ausbeuten oder fand überhaupt 
nicht statt. In der zweiten Stufe wird 2 in basischer Umgebung mit 1H-Indol-3-
carbaldehyd (3) in einer Kondensationsreaktion zum Chromophor 4 verknüpft. Dieser 
imponiert bereits durch eine kräftig dunkelrote Farbe. Für die Azidierung in der 
letzten Stufe wurden zunächst klassische Ansätze wie der Azid-Halogen-Austausch 
oder die Substitution guter Abgangsgruppen wie Mesyl- oder Tosyl-Gruppen verfolgt. 
Keiner dieser Ansätze lieferte brauchbare Ergebnisse. Daher wurde eine Mitsunobu-
Reaktion[185] mit Diphenylphosphoryl-Azid[186] (DPPA) und Diisopropylazodicarboxylat 
durchgeführt. Diese Reaktion ermöglicht eine direkte Umsetzung primärer und 
sekundärer Alkohole nach einem SN2-Mechanismus zu Aziden, was auch in dieser 
Arbeit gelang und das Endprodukt 5 lieferte. Da das eingesetzte DPPA bei der 
späteren Cycloaddition ebenfalls reagieren würde, musste 5 in hochgereinigtem 
Zustand vorliegen, was schließlich durch präparative HPLC gelang.  
 Die Ausbeute an Farbstoff-Azid ist mit ca. 18 % nicht hoch, zeigt aber auf der 
anderen Seite die Überlegenheit gegenüber dem klassischen Einbau eines 
Farbstoffs via Phosphoramidit: 20 µM an Farbstoff-Azid reichen aus, um mindestens 
20 DNA-Stränge zu markieren. Für die gleiche Anzahl DNA wäre mindestens die 10 
fache Menge an Phosphoramidit-Farbstoff nötig, wobei hier von sehr gut 
einbauenden Molekülen ausgegangen wird. Mit dem CyIQ-Azid ist es somit möglich, 
schnell und ohne größeren synthetischen Aufwand ein beliebiges Oligonukleotid zu 
modifizieren. Das entsprechende Alkin-Derivat wird als modifiziertes Nukleosid in die 
DNA eingebaut.   
 
4.1.2 Synthese des 2´-O-Propargyl-Uridins 
Der universelle Einbau eines Alkin-Bausteins an jede mögliche Position von 
Oligonukleotiden wird durch ein modifiziertes Uridin ermöglicht. Der Baustein wird 
während der DNA-Festphasensynthese unter Standardbedingungen eingesetzt. Da 
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die Acetylen-Gruppe an der 2´-Position der Ribose verknüpft ist, steht das Uracil 
weiterhin zur Basenpaarung bereit. Die natürliche DNA-Architektur sollte also 
möglichst ungestört vorliegen, was für bestimmte Anwendungen wie z.B. PCR von 
Bedeutung ist.[75] Die Synthese dieses alkinmodifizierten Uridins wurde 1988 von 
Grotli et al.  publiziert[184, 187, 188] und konnte in der Arbeitsgruppe Wagenknecht 
erfolgreich eingesetzt werden.[73, 189] Obwohl die Synthese weitestgehend den 
Literaturbedingungen folgt, wird hier kurz darauf eingegangen, denn der Baustein 





Abb. 23: Syntheseschema zur Darstellung des 2´-O-Propargyl-Uridins 11, das in dieser Arbeit auch als Klick-Uridin (kU) 
bezeichnet wird. a) 1,3-Dichloro-1,1,3,3-tetraisopropyldisiloxan, Pyridin, 6 h, RT, 78 %; b) Pivaloylmethylchlorid, TBAHS, 
CH2Cl2/ Na2CO3, 72 h, RT, 85 %; c) Propargylbromid, Phosphazenbase P1-t-Bu, MeCN, 15 min. bei 0 °C, 90 min. bei RT, 39 %; 
d) Et3N·(HF)3, THF, 12 h, RT, 40 %; e) 4,4´-Dimethoxy-tritylchlorid, Pyridin, 16 h, RT, 84 %; f) 2-Cyanoethoxy-N,N-
diisopropylchlorophosphoramidit, DIPEA, CH2Cl2, 3 h, RT, 91 %. 
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Ausgehend von kommerziellem Uridin wird in der ersten Stufe eine Schützung der 
3´- und 5´-OH Gruppen des Uridins vorgenommen. Dafür verwendet man eine von 
Markiewicz[190] entwickelte, zyklische Silylether-Schutzgruppe. Sie ist selektiv, lässt 
somit die 2´-OH Gruppe frei und zugänglich für das Anbringen des Alkins. Im 
nächsten Schritt wird die Aminfunktion des Uridins geschützt, was mit einer 
basenlabilen POM- (Pivaloyloxymethyl) Schutzgruppe geschieht. Sie wird erst am 
Ende der DNA-Synthese zusammen mit den exocyclischen Amin-Schutzgruppen der 
anderen Basen (A, T, G, C) abgespalten. Jetzt erfolgt die eigentliche Propargylierung 
an der 2´-Position des Zuckers, was mit Propargylbromid und der Phosphazen-Base 
P1-t-Bu geschieht. Anschließend können die 3´- und 5´- Position der Ribose wieder 
entschützt werden, am besten mit  Et3N*(HF)3. Der Baustein wird jetzt noch für die 
automatisierte DNA-Festphasensynthese vorbereitet. Im ersten Schritt wird an die 
5´-OH Gruppe der Ribose eine säurelabile DMT (4,4`-Dimethoxytrityl) Gruppe 
geknüpft. Nach Aufarbeitung erfolgt die Schützung der 3´-OH Gruppe unter 
Standardbedingungen mit 2-Cyanoethyl-N,N-diisopropylchloro-phosphoramidit. Der 
Baustein wird abschließend über mind. 12 h im Hochvakuum getrocknet und kann 
anschließend als 0,1 M Lösung in Acetonitril im DNA-Synthesizer eingesetzt werden. 
Der Phosphoramidit-Baustein ist hydrolyse- und säurelabil. Er sollte daher zügig der 
DNA-Synthese zugeführt werden, oder im lyophilisierten Zustand unter Schutzgas 
bei – 30 °C aufbewahrt werden.  Seit 2010 ist der 2´-O-Propargyl-Uridin-Baustein 9, 
sowie die entsprechenden Derivate der übrigen Nukleoside A, T, G und C 
kommerziell erhältlich. Dies erleichterte und beschleunigte die Synthesen 
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4.1.3 Synthese modifizierter Oligonukleotide 
 
Der Einbau des 2´-O-Propargyl-Uridins erfolgt über die 
automatisierte DNA-Festphasensynthese nach der 
Phosphoramiditmethode von Letsinger[191] und 
Caruthers.[192] Die automatische Synthese von DNA ist 
trotz aller Routine eine der faszinierendsten Techniken 
unserer Zeit, wenn man sich vor Augen führt, dass sie es 
ermöglicht, binnen kürzester Zeit Oligonukleotide bis zu 
200 Basen rein chemisch, ohne Einsatz von Enzymen zu 
synthetisieren. Der größte Vorteil der Methode ist 
sicherlich die Möglichkeit, artifizielle Bausteine in die 
DNA einzubringen. Hier stoßen biochemische 
Polymerase-reaktionen an ihre Grenzen. So wurde auch 
im Rahmen dieser Arbeit der universelle  Klick-Baustein 
an unter-schiedliche Stellen der DNA eingebaut. Je nach 
Einsatz-gebiet erfolgte der Einbau dabei am 3´- oder am 
5´-Ende (für Nanopartikel s. 7.1) der DNA sowie an 
unter-schiedlichen Stellen innerhalb der Oligomere. Auch 
Doppel- und Dreifacheinbauten wurden auf diese Weise 
vorgenommen. Für CyIQ Dimer-Stränge wurden zwei Klick-Uridine direkt 
nacheinander eingebaut. Der Baustein wurde stets als 0,1 M Lösung in Acetonitril 
eingesetzt. Die Kupplungseffizienz während der Synthese ist dabei in allen Fällen 
genauso hoch wie bei den Standard DNA-Basen A, T, G und C. Für die Kick-
Reaktion mit Nanopartikeln wurden die Stränge nach der Symthese und Abspaltung 
von fester Phase via HPLC vorgereinigt. Für die Klick-Reaktion mit CyIQ ist dies 







Abb. 24: Klick-Uridin (kU, 2´-O-Pro-
pargyl-Uridin) in DNA. 
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„The solution of one problem usually generates a bevy of new ones” schreibt Rolf 
Huisgen 1994 in seiner Autobiografie.[27]  Huisgen klärte in den 1950er und 60er 
Jahren den Mechanismus der 1,3-dipolaren Cycloaddition von Aziden mit Alkinen auf 
und gilt als Urvater der „Klick-Chemie“.[49, 50] Sein Zitat beschreibt in treffender Art 
und Weise die Probleme der Reaktion auf ihrem Weg zur DNA-Anwendung. 
Zunächst stellt diese Art von Cycloaddition für die DNA-Chemie eine höchst 
interessante Verknüpfungsmöglichkeit dar, da die Reaktion bioorthogonal verläuft. 
Die klassische Reaktion benötigt jedoch hohe Temperaturen und organische 
Lösungsmittel, was in biologischen Systemen in der Regel nicht umsetzbar ist. 2002 
entdeckten Meldal[52] und Sharpless[51] jedoch, dass die Reaktion durch Kupfer(I) 
katalysiert werden kann und dadurch nicht nur schneller abläuft sondern auch 
regioselektiv 1,4-disubstituierte Triazole liefert. Das Problem der harschen 
Reaktionsbedingungen war also gelöst, erzeugte jedoch zugleich ein neues: Kupfer 
Ionen können DNA oxidativ schädigen und Strangbrüche erzeugen.[193-195] Dies 
verzögerte den Einsatz der kupferkatalysierten Azid-Alkin-Cycloaddition (CuAAC) in 
DNA erneut.[45] Sharpless konnte 2004 das Problem jedoch durch den Einsatz eines 
Cu(I)-stabilisierenden Liganden (TBTA) selbst lösen.[196] Seither ist es möglich, die 
kupferkatalysierte Azid-Alkin-Cycloaddition in wässriger Lösung mit DNA bei 
Raumtemperatur durchzuführen. Dies ist auch die Grundlage aller in dieser Arbeit 
durchgeführten Klick-Konjugationen mit DNA. Für die Reaktion wurde ein 
Tetrakis(acetonitril)-kupfer(I)-hexafluorophosphat Komplex zusammen mit dem 
bereits erwähnten TBTA-Liganden verwendet. Als Alkin wurde ausschließlich 2´-O-
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Oligomere müssten alternative Reinigungsmethoden wie Gel- bzw. 
Kapillarelektrophorese erprobt werden oder auf eine andere Verknüpfung der Alkine 
gewechselt werden. Dafür würden sich Octadiinyl-Linker anbieten, bei denen die 
Dreifachbindung weiter von der DNA entfernt liegt.[45, 64] Einfach- und Doppel-
modifikationen sind jedoch ohne Probleme mit guter Ausbeute (Einfach-
modifikationen bis zu 70 %; Doppelmodifikationen ca. 40 %) und hoher Reinheit 
möglich. Dabei überzeugt die einfache Handhabung der Klick-Chemie. Das einmal 
synthetisierte Azid ist äußerst stabil und kann bei Bedarf sofort in jede mögliche 
DNA-Sequenz eingebaut werden. Besonders interessant ist dabei auch die 
Möglichkeit, CyIQ in Stränge zu knüpfen, die mit Thiazolrot vor-modifiziert waren. 
Offensichtlich ist eine effiziente postsynthetische Konjugation selbst dann möglich, 
wenn das entsprechende Alkin durch einen großen Chromophor  bereits 
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4.2 Untersuchung photophysikalischer und elektronischer 
Eigenschaften 
 
Die grundlegenden photophysikalischen und elektronischen Eigenschaften eines 
Fluorophors bestimmen meist den Anwendungsbereich. Reduktions- oder 
Oxidationspotentiale eines Farbstoffs geben Hinweise auf mögliche Redoxreaktionen 
mit den DNA-Basen was zu deren Schädigung führen kann,[194] oder allgemein 
Elektronentransferprozesse.[197-199] In bestimmten Anwendungsbereichen können 
schädigende Prozesse durch Fluorophoresogar erwünscht sein, wie z.B. die 
Erzeugung von Singulett Sauerstoff in der photodynamischen Tumor-Therapie.[200, 
201] Zusammen mit anderen Eigenschaften wie Photoisomerisierung, Fluoreszenz-
quantenausbeute, Solvatochromie oder Photostabilität ergeben sich wichtige 
Charakteristika des optischen Markers. Es ist daher unerlässlich, bei der Entwicklung 
einer neuen DNA-Fluorophor-Sonde die photophysikalischen Grundeigenschaften zu 
kennen bzw. sie gezielt einzusetzen. 
 
 
4.2.1 Absorptions- und Fluoreszenzverhalten von CyIQ 
 
Verhalten des freien Farbstoffs 
CyIQ ist als freier Farbstoff in vielen organischen Lösungsmitteln und in Wasser 
löslich. Dabei zeigt er ein ausgeprägtes solvatochromes Verhalten, das sich über 
knapp 50 nm von λ = 450 nm in Wasser bis λ = 496 nm in Tetrahydrofuran erstreckt. 
Dei Absorptionsbanden von CyIQ in THF, DMSO und DMF weisen im Vergleich zu 
allen anderen eine zusätzliche Feinstruktur auf.  DMF und DMSO zeigen eine 
weitere Bande bei λ = 570 nm. Besonders ausgeprägt ist der Effekt bei THF. Hier 
enstehen neue Banden bei λ = 365 nm, 420 nm, 530 nm und 575 nm. Diese 
Beobachtungen weisen auf Aggreagtionseffekte hin, die typisch für Cyanine sind.[202-
204] Diese ausgeprägten optischen Effekte, die durch die unterschiedlichen Lösungs-
mittel hervorgerufen werden, zeigen bereits, dass CyIQ intensiv durch seine 
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Cyanine weisen einen für die DNA-Analytik bedeutenden Effekt auf. Frei in Lösung 
zeigen viele dieser Farbstoffe nahezu keine Fluoreszenz (z.B. CyIQ 
ΦFPuffer = 0,002).[35] Bei konformationeller Fixierung durch viskose Lösungsmittel 
steigt die Fluoreszenz jedoch stark an.[31, 205, 206] Eine solche Fixierung der 
Konformation kann auch durch Interkalation in die DNA oder Bindung in eine der 
DNA-Furchen erfolgen (z.B. CyIQ ΦFRNA = 0,1).[28, 35] Wie kann man sich diesen 
Effekt erklären? Im Grundzustand liegen Cyanine in der Regel in der all-trans 
Konformation vor.[207-209]  Wird das freie Molekül durch Licht angeregt, so findet eine 
cis-trans-Isomerisierung bzw. eine Rotation um die gesamte Methinbrücke statt.[210] 
Dadurch kommt es zu einer strahlungslosen Desaktivierung des angeregten 
Zustandes.[211] Wird dieser strahlungslose Relaxationsprozess durch Fixierung 
unterbunden, so steigt die Fluoreszenz. Ein zweiter Grund ist, dass durch die 
Fixierung der Rotationsbewegung eine annähernd planare Ausrichtung der beiden 
Chromophor-Teile (Auxochrom und Antiauxochrom) erreicht wird, was die HOMO-



























Stokes Verschiebung: 75 nm
DNA
Abb. 29: Typisches Absorptions- und Fluoreszenzspektrum von CyIQ-DNA. Das Fluoreszenzmaximum wurde zur besseren 
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Im Titrationsexperiment zeigt CyIQ einen beeindruckenden Fluoreszenzanstieg um 
das siebzehnfache in Anwesenheit von doppelsträngiger DNA, was den 
Untersuchungen von Chang et al. entspricht.[35] Der starke Fluoreszenzanstieg ist 
besonders interessant, da in vergleichbaren Experimenten mit dem Standard DNA-
Anfärbereagenz Ethidiumbromid nur ein zehnfacher Anstieg beobachtet wurde.[198] 
Auch das Absorptionsspektrum zeigt typische Veränderungen. Das Absorptions-
maximum verschiebt sich dabei von λ = 455 nm (freier Farbstoff) hin zu λ = 470 nm  
(Farbstoff mit DNA) unter Ausbildung eines isosbestischen Punktes bei λ = 490 nm. 
Die bathochrome Verschiebung und der Rückgang des Extinktionskoeffizienten sind 
für Cyanine charakteristisch[30] und können durch Aggregation entstehen.[204] Exakt 
dieser Effekt wurde 2007 von Armitage et al. für Thiazolorange beschrieben.[206] Die 
Aggregationseffekte werden im Abschnitt der CyIQ-Dimere noch intensiver diskutiert.  
 
4.2.2 Redoxeigenschaften 
Die Redoxeigenschaften eines Farbstoffs gehören wie das Absorptions– und 
Emissionsverhalten zu den grundlegenden Merkmalen eines Chromophors. Vor 
allem im Bereich der Bioanalytik und DNA-Analytik spielen sie eine wichtige Rolle, da 
Reaktionen eines angeregten Fluorophores mit der biologischen Umgebung unter 
Fluoreszenzänderung möglich sind. So lässt sich z.B. Guanin aufgrund seines 
niedrigen Potentials durch Ladungstransfer[213] gut oxidieren.[194] Die Oxidation einer 
Nukleobase führt zu Einbußen in der Fluoreszenzintensität bis hin zu vollständiger 
Fluoreszenzlöschung.[214, 215] Viel schlimmer sind jedoch die Folgen für den lebenden 
Organismus wenn durch photoinduzierten Ladungstransfer in der DNA irreversible 
Oxidations- oder Reduktionsschäden entstehen.[213] Werden derartige Schäden 
enzymatisch nicht repariert, so kann es zur Mutation und zum Verlust der 
genetischen Information des betroffenen Abschnittes kommen. Wie kann man sich 
die Vorgänge zwischen DNA und Fluorophor vorstellen? Beim photoinduzierten 
Lochtransfer (HT) nimmt der angeregte Chromophor ein Elektron aus der DNA auf 
und wird reduziert. In der DNA entstehen die kationischen Radikale des Guanins 
(G•+) und des Adenins (A•+). Beim reduktiven Elektronentransfer (ET) wird ein 
Elektron des photoangeregten Chromophors auf die DNA übertragen und es 
entstehen hauptsächlich die anionischen Radikale von Cytosin (C•-) und Thymin (T•-). 
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Der häufigere und biologisch bedeutendere Mechanismus ist der oxidative Ladungs-




Mittels Cyclovoltammetrie wurden die Redoxpotentiale von Verbindung 3 (CyIQ-OH) 
im Grundzustand ermittelt. Der Chromophor wurde in einer drei Elektroden 
Anordnung in trockenem DMF mit Tetrabutylammoniumhexafluorophosphat als 
Leitsalz gemessen. Daraus ergeben sich die Halbstufenpotentiale für die jeweiligen 
Redoxprozesse. Die so gemessenen Daten werden auf Ferrocen bezogen (vs. Fc), 
das als Referenzsubstanz dient bzw. mit 0,63 V summiert woraus sich die 
Vergleichswerte gegen die Normalwasserstoffelektrode (NHE) ergeben.[216] Für CyIQ 
ergeben sich drei charakteristische Potentiale: Ein irreversibles Reduktionspotential 
bei -1,44 V (vs. Fc entspr. -0,81 V vs. NHE), ein irreversibles Oxidationspotential bei 
-0,09 V (vs. Fc entspr. 0,54 V vs. NHE) und ein zweites Oxidationspotential bei 0,10 
V (vs. Fc entspr. 0,73 V vs. NHE). Dieses ist reversibel und setzt sich aus den 
entsprechenden Halbstufenpotentialen zusammen (vgl. Abb. 33). Im Weiteren wird 
mit den Werten, die gegen die Normalwasserstoffelektrode (vs. NHE) bezogen sind, 
gearbeitet.  
 
Abb. 32: Mechanismus zur Entstehung mutagener, radikalisch verursachter DNA-Schäden am Beispiel des Guanins. Durch 
eine Elektronentransferreaktion des photoangeregten Chromophors mit Guanin entsteht ein Guanin Radikal Kation. Im 
wässrigen Medium reagiert es zu 8-oxo-dG, was nur einer von vielen DNA Schäden ist.[194] Im weiteren Verlauf wird durch 8-
oxo-dG bei der Replikation ein TA-Basenpaar anstelle eines GC-Basenpaares in die DNA eingebaut. Eine Mutation ist 
entstanden. 
 






Um eine Aussage über das Oxidations- und Reduktionsverhalten des photo-
angeregten Chromophors zu treffen, müssen die Redoxpotentiale im angeregten 
Zustand ermittelt werden. Da dies mit den vorhandenen Geräten experimentell nicht 
möglich ist, werden die Werte rechnerisch genähert. Dazu benötigt man den E00-
Wert. Dieser ist die Energiedifferenz zwischen Schwingungs-grundzustand und dem 
Schwingungsgrundzustand des ersten angeregten Zustandes. Diesen erhält man 
aus dem überlappenden Absorptions- und Emissionsspektrum von CyIQ (s. Abb. 
33). Die Wellenlänge am Schnittpunkt liefert die entsprechende Photonenenergie 
nach folgender Gleichung: 
 
	ܧ଴଴ ൌ 	݄ ∙ ܿߣ  
 
   mit h: Plancksches Wirkungsquantum 
    c : Lichtgeschwindigkeit 
    λ: Wellenlänge am Schnittpunkt 
    E00: Singulett-Energie des HOMO-LUMO-Übergangs 
 
Die E00-Energie für CyIQ beträgt somit 2,4 eV (bei λ = 512 nm). In Abhängigkeit des 
jeweiligen Ladungstransfers errechnen sich die Redoxpotentiale des angeregten 
Zustandes wie folgt: 
 
 















Abb. 33: Cyclovoltammogramm von CyIQ (4) gegen Ferrocen (Fc).  
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ܧ௥௘ௗ∗ ሺܦ݋ሻ ൌ 	ܧ௥௘ௗሺܦ݋ሻ ൅ ܧ଴଴ 
ܧ௢௫∗ ሺܦ݋ሻ ൌ 	ܧ௢௫ሺܦ݋ሻ െ ܧ଴଴ 
 
Daraus ergibt sich für CyIQ ein Reduktionspotential im angeregten Zustand von 
E*red(CyIQ+*/CyIQ•) = 1,6 V. Die Oxidationspotentiale im angeregten Zustand 
betragen E*ox1(CyIQ+*/CyIQ2+•) =  -1,9 V und E*ox2(CyIQ+*/CyIQ2+•) = -1,7 V. Ob bei 
diesen Werten eine Oxidation bzw. Reduktion von Nukleobasen möglich ist, lässt 
sich über die Triebkraft der Ladungstransferreaktion abschätzen, welche man aus 
der Rehm-Weller-Gleichung ableitet.[217, 218]  
 
∆ܩா் ൌ ݁ሾܧ௢௫ െ ܧ௥௘ௗሿ െ ܧ଴଴ ൅ ܥ 
  
 mit ∆GET: freie Enthalpie des Ladungstransfers (ET = Elektronentransfer) 
  e: Elementarladung 
  Eox: Oxidationspotential des Grundzustandes 
  Ered: Reduktionspotential des Grundzustandes 
  E00: Singulett-Energie des HOMO-LUMO-Übergangs 
  C: Änderung der Coulomb-Energie, hier näherungsweise C = 0 
 
Da die Redoxpotentiale im angeregten Zustand bereits errechnet wurden, kann der 
E00-Operator in der Rehm-Weller-Gleichung wegfallen und ∆G wird wie folgt 
berechnet: 
 
  ∆ܩு் ൌ ݁ሾܧ௢௫ሺܣ݇ሻ െ ܧ௥௘ௗ∗ ሺܥݕܫܳሻሿ  oxidativer Lochtransfer (HT) 
 
  ∆ܩா் ൌ ݁ሾܧ௢௫∗ ሺܥݕܫܳሻ െ ܧ௥௘ௗሺܣ݇ሻሿ  reduktiver Elektronentransfer (ET) 
 
Die photoinduzierte Oxidation von Guanin durch CyIQ ist mit ∆G ≈ -0,3 eV exergon 
und somit sehr wahrscheinlich. Die Oxidation von Adenin scheint zunächst mit 
∆G ≈ -0,2 eV wahrscheinlich. Da die Literaturwerte für das Oxidationspotential von A 
schwanken und für einen Wert von Eox (A/A•+) = 2,0 V[219] die Reaktion nicht möglich 
ist, bleibt die Vorhersage für A nicht eindeutig. Experimente in Abschnitt 0 werden 
hier Klarheit schaffen. Die Triebkraft für eine photoinduzierte Reduktion der DNA-
Basen T, C und U liegt mit ∆G ≈ 0,2 - 0,5 eV im endergonen Bereich. Es ist jedoch 
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bekannt, dass sich die Reduktionspotentiale von Nukleobasen in protischen 
Lösungsmitteln auf Werte von bis ca. -1,0 eV (vs. NHE) erhöhen können.[219, 220] Eine 
photoinduzierte Reduktion kann also nicht völlig ausgeschlossen werden, erscheint 
aber weniger wahrscheinlich als eine Oxidation von G. Untersuchungen im Kapitel 0 
werden diese Abschätzung bestätigen.  
 Was bedeutet nun das Redoxverhalten eines Chromophors für die Praxis? Für 
bestimmte Methoden sind oxidierende oder reduzierende Eigenschaften eines 
Chromophors erwünscht, so z. B. bei der Erforschung von Ladungstransfer-
mechanismen[41, 197] oder in der photodynamischen Krebstherapie.[200, 201, 221] In vielen 
Bereichen der Bioanalytik sind hohe Redoxpotentiale jedoch eher störend und sollen 
vermieden werden. Später wird sich in dieser Arbeit zeigen, dass die 
Redoxeigenschaften von CyIQ von besonderer Bedeutung sind und den Farbstoff 
erst dadurch zu einer vielversprechenden Sonde machen.  
 
 
Tabelle 6: Übersicht der Redoxpotentiale von CyIQ (X = 3) und der vier Nukleobasen (vs. NHE). 
 Ered(X/X•-) Eox1 (X/X•+) Eox2 (X/X•+) E*red (X*/X•-) E*ox1 (X*/X•+) E*ox2 (X*/X•+) 
CyIQ - 0,81 V 0,54 V 0,73 V 1,6 V - 1,9 V - 1,7 V 
 
Redoxpotentiale der einzelnen Nukleobasen gemäß Literatur:  
Eox (G/G•+) = 1,3 V;[222]   Eox (A/A•+) = 1,4 V [222] bzw. 1,9 V;[219]    













Die Photostabilität organischer Chromophore spielt eine entscheidende Rolle für 
Methoden der Bioanalytik, bei denen Prozesse über längere Zeit oder unter starker 
Bestrahlung betrachtet werden sollen. Schnell ausbleichende Farbstoffe liefern keine 
oder nur noch unzuverlässige Signale.[224] Vor allem beim Einsatz in der Fluoreszen-
zmikroskopie sind Farbstoffe mit hoher Stabilität sehr gefragt.[225, 226] Die Betrachtung 
der Photostabilität eines neuen Farbstoffs muss daher in Relation zu bereits 
etablierten Farbstoffen geschehen. In dieser Arbeit wird daher die Photostabilität von 
CyIQ im Vergleich zu Fluorescein, Thiazolorange, Thiazolrot, BODIPY und Cy3 
untersucht. Alle Farbstoffe wurden kovalent in DNA eingebaut.  
 
 DNA1 (CyIQ) 3´- C-A-G-T-C-A-X-T-G-A-C-G-T-A-C-G-T- 5´ X = Position d. Chromophore 
 DNA4 (CyIQ) 3´- A-G-T-C-A-C-T-G-X-G-T-C-T-G-A-C-G- 5´ 
 TO/TR  3´- A-G-T-C-A-C-T-G-X-G-T-C-T-G-A-C-G- 5´ 
 BODIPY 3´- A-G-T-C-A-C-T-T-X-T-T-C-T-G-A-C-G- 5´ 
 Fluorescein 3´- A-G-T-C-A-C-T-T-X-T-T-C-T-G-A-C-G- 5´ 
 Cy3  3´- C-A-G-T-C-A-G-T-G-A-C-G-T-A-C-G-T-X- 5´ 
 Cy3-2  3´- C-A-G-T-C-A-X-T-G-A-C-G-T-A-C-G-T- 5´ 
 
Um eine Bestrahlung mit gleichmäßig hoher Energie zu gewährleisten, wurden die 
Proben mit einer 75 W Xe-Bogenlampe belichtet, die in einem Bereich von 
λ = 400 nm – 600 nm eine kontinuierliche Intensität aufweist. Ein 305 nm Langpass- 
(cut-off) Filter verhindert bei den Experimenten eine direkte photochemische 
Schädigung der DNA. Nach der jeweiligen Belichtungszeit wurde unverzüglich die 
Absorption und Emission der Probe gemessen. Bei allen Farbstoffen wird eine 
Abnahme der Absorption und Fluoreszenz bei längerer Belichtungszeit beobachtet 
(s. Abb. 34). Die DNA-typische Absorption bei λ = 260 nm bleibt im Wesentlichen 
bestehen, zeigt aber eine leichte Abnahme mit hypsochromer Verschiebung. Diese 
kann man auf photoinduzierte DNA-Schäden mit Strangbrüchen zurückzuführen, was 
durch HPLC-Analyse bestätigt wurde. Um die unterschiedlichen Fluorophor-Sonden 
vergleichen zu können, wurde jeweils das Fluoreszenzmaximum in Abhängigkeit zur 




Entwicklung von DNA-Sonden mit CyIQ 
 
53
   
 
Gleich auf den ersten Blick wird deutlich, dass CyIQ eine bessere Photostabilität im 
Vergleich zu Fluorescein, BODIPY, Thiazolorange und Thiazolrot aufweist. Erst nach 
20-stündiger Belichtung sind nur noch 10 % CyIQ-Fluoreszenz messbar. Bei 
BODIPY ist dieser Wert bereits nach 10 Minuten erreicht; auch die anderen 
Farbstoffe sind spätestens nach zwei Stunden ausgeblichen. Einzig Cy3 weist eine 
deutlich bessere Photostabilität auf. Die hohe Stabilität von CyIQ und Cy3 wird 
besonders deutlich, wenn man die Zeitspanne betrachtet, bis nur noch die Hälfte an 
Fluoreszenz vorhanden ist (s. Tabelle 7). Bei TR und BODIPY ist dies innerhalb 
weniger Minuten der Fall, wobei TO und Fluorescein sich schon etwas stabiler 
verhält und dafür 30 Minuten benötigen. Nach 30-minütiger Bestrahlung sind von 
CyIQ und Cy3 immer noch über 90 % der ursprünglichen Fluoreszenz vorhanden.  
 
Tabelle 7: Halbwertszeiten für die untersuchten Chromophore im Doppelstrang. 
 ds BODIPY ds TR ds TO ds Fluores. ds CyIQ ds Cy3 
t0,5 (min) 2,4 9,6 43,1 40,3 335,3 1850,5 
 

















Abb. 34: Photoinduziertes Ausbleichen am Beispiel von CyIQ (dsDNA1). Das Absorptionsspektrum links zeigt die Abnahme der 
Extinktion des Farbstoffs (λ = 495 nm) bei zunehmender Bestrahlung. Als Konsequenz sinkt auch die Fluoreszenz (rechts, 
λexc = 495 nm) entsprechend. Die Absorption der DNA bei λ = 260 nm bleibt im Wesentlich bestehen. Die Spektren aller Proben 
verhielten sich gleich.  
 





In diesem ersten Versuch lagen alle Proben in Form von doppelsträngiger DNA vor. 
Die Photodegradierung eines Farbstoffs ist jedoch von unterschiedlichen Faktoren 
abhängig wie z.B. von der biologischen Umgebung.[31, 227-229] Daher wurden alle 
Systeme auch im Einzelstrang gemessen (vgl. Tabelle 8 und Abb. 36). Die 
Farbstoffe im Doppelstrang sind jeweils etwas stabiler als im Einzelstrang (außer 
Thiazolrot). Im Doppelstrang liegen die Chromophore teilweise in einer der Furchen 
oder interkalieren in die DNA was ihnen einen höheren Schutz bietet als im freien 
Einzelstrang und die Unterschiede erklärt. Bei keiner der Fluorophor-Sonden zeigte 
sich jedoch eine signifikante Abweichung zu den Messungen im Doppelstrang. Für 
die Photostabilität der untersuchten Farbstoffe spielt offensichtlich der Unterschied 
zwischen Doppel- und Einzelstrang-DNA keine tragende Rolle. Diese Erkenntnis ist 
vor allem wichtig für Hybridisierungssonden. Würde entweder der Einzel- oder 






 ds CyIQ (DNA1)
 ds Cy3




















Abb. 35: Vergleich der Photostabilitäten aller untersuchten Farbstoffe. CyIQ zeigt eine bessere Photostabilität gegenüber 
Thiazolorange (TO), Thiazolrot (TR), Fluorescein und BODIPY. Einzig Cy3 ist stabiler.  
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Tabelle 8: Halbwertszeiten der Cyaninfarbstoffe TR, TO und CyIQ in Einzel- und Doppelsträngigen Oligomeren.  
 ss TR ds TR ss TO ds TO ssDNA1 dsDNA1 ssDNA4 dsDNA4 




Ein kritischer Punkt bei Fluorophoren ist deren Möglichkeit, photochemische 
Reaktionen durch Ladungstransfer mit DNA-Basen einzugehen und dabei an 
Fluoreszenz zu verlieren.[31, 222, 223, 229, 230] Man spricht hierbei von „Photoquenching“. 
Wie bereits unter 4.2.2 Redoxeigenschaften gezeigt, besitzt CyIQ die Eigenschaft, 
Guanin zu oxidieren und damit an Fluoreszenzintensität zu verlieren. Um 
auszuschließen, dass dieser Prozess die Photostabilität stark beeinflusst, wurde 
CyIQ zwischen zwei Guanin-Basen in DNA4 eingebaut und mit DNA1 verglichen. Es 
zeigt sich auch hier kein signifikanter Unterschied. Die Photostabilität von CyIQ ist 
also weitgehend unabhängig von der DNA-Sequenz und dem Einsatz in Doppel- 
oder Einzelstrang-DNA, was den Farbstoff in seiner Anwendbarkeit nicht einschränkt.  
 










 ss CyIQ (DNA1)
 ds CyIQ (DNA1)
 ss CyIQ (DNA4)













Abb. 36: Untersuchung unterschiedlicher Umgebungsfaktoren auf die Photostabilität. Einfluss von DNA-Sequenz (Guanin 
Umgebung in DNA4) und Einzel- bzw. Doppelstrang-DNA. Beides hat keinen entscheidenden Effekt auf die Photostabilität.  
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Es stellt sich natürlich die Frage: Wieso ist CyIQ so photostabil? Die Literatur liefert 
bis heute keine systematische Beschreibung der Photostabilität von 
Cyaninfarbstoffen.[231] Klar ist, dass Farbstoffe durch sogenannte reaktive 
Sauerstoffspezies (ROS) zerstört werden. ROS wie Singulett-Sauerstoff (1O2) und 
Sauerstoffradikale (O2•-) werden in situ durch eine Energietransferreaktion aus dem 
Triplettzustand des Farbstoffs gebildet. Der Chromophor selbst agiert somit als 
Sensibilisator.[31, 232] Die ROS können anschließend nach drei unterschiedlichen 
Mechanismen mit den Farbstoffen reagieren.[233] Was den Mechanismus der 
Photodegradierung von Cyaninen betrifft, so wird dieser in erster Linie durch eine 
Reaktion von Singulett-Sauerstoff (1O2) mit olefinischen Teilstrukturen in Form einer 





Das Additionsprodukt führt zu sp3-Zentren, welche die Konjugation des 
π-Elektronensystems aufheben; das Molekül verliert an Farbigkeit. Die Polymethin-
kette ist der hauptsächliche Angriffsort dieser Addition. Das gebildete Dioxetan-
Produkt kann schließlich in zwei Carbonyl-Teile aufbrechen (s. Abb. 37).[231-234, 238] 
Auch ein Angriff an konjugierte Doppelbindungen der beiden Heterocyclen links und 
rechts der Methinbrücke werden als möglich erachtet.[240] Trotzdem scheint die 
Polymethinbrücke die zentrale Rolle im Prozess der Photodegradierung zu spielen. 
Diese Vermutung wird durch eine Reihe von Arbeiten gestützt, bei denen dieser Teil 
der Moleküle mit Substituenten modifiziert,[231, 235, 241, 242] oder durch Cyclodextrine 
Abb. 37: Die beiden wichtigsten Prozesse der Photodegradierung von Cyaninfarbstoffen: A) Entstehung von Singulett 
Sauerstoff nach dem Typ II Mechanismus. Der Chromophor im Grundzustand (1Cy) wird durch Licht angeregt (1Cy*) und durch 
ISC in den Triplett Zustand überführt (3Cy*). Durch eine Energietransferreaktion wird energetisch armer Triplett-Sauerstoff (3O2) 
in den reaktiven Singulett-Sauerstoff (1O2)  überführt der mit dem Farbstoff reagieren kann (Cy-O2). B) Singulett-Sauerstoff kann 
mit olefinischen Strukturen in Form dreier unterschiedlicher Additionsrektionen reagieren, wobei  für  Cyaninfarbstoffe eine 
[2+2]-Cycloaddition die wahrscheinlichste ist. 
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geschützt wurde.[243] Alle Ansätze konnten die Photostabilität enorm verbessern. 
Experimentell konnte dieser Mechanismus auch für CyIQ bestätigt werden. Nach 
Bestrahlung (30 h) einer wässrigen Lösung von CyIQ (4) konnte massen-
spektroskopisch zu großen Teilen das Dioxetan-Produkt sowie die daraus folgenden 











Betrachtet man nun die Cyaninfarbstoffe, welche in dieser Arbeit untersucht wurden, 
so fällt auf, dass die Stabilität von den Thiazol-Derivaten über CyIQ hin zu Cy3 
zunimmt, also mit steigender Länge der Polymethinbrücke (s. Abb. 39). In der 
Literatur wird jedoch beschrieben, dass die Photostabilität von konjugierten 
Polymethinsystemen mit steigender Kettenlänge abnimmt.[31, 228] Dies macht Sinn, 
wenn man bedenkt, dass gerade β-Carotin mit seinem ausgedehnten π-System ein 
besonders guter Reaktionspartner für Singulett-Sauerstoff ist.[246] Die Kettenlänge 
kann also nicht der Grund für die beobachteten Stabilitäten sein. Der Grund verbirgt 








Abb. 38: a) Zwei Beispiele zur Photodegradierung mit Singulett-Sauerstoff nach Hahn et al.[235] Beispiele zur Verbesserung der 
Photostabilität durch Einbau Elektronenziehender Gruppen durch Chang et al.[231] (b) und Hahn et al.[235] (c), oder durch 
Polyfluorierung nach Armitage et. al.[244, 245] (d). 
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Benzothiazol im Thiazolorange und Thiazolrot, Chinolin und Indol im CyIQ und 
Dimethylindol im Cy3. Heterocyclen mit positiver Ladung scheinen stabiler zu sein 
als solche ohne.[227] Cyanine mit Benzothiazolen scheinen deutlich labiler zu sein als 
solche mit Indolen.[31, 235] Diese beiden Beobachtungen stehen auch im Einklang mit 
den Ergebnissen dieser Arbeit. Ein weiterer Faktor sind Gegen Ionen. Von Kuzmin et 
al.[247] konnte gezeigt werden, dass Iodid als Gegenion zur positiven Ladung im 
Heterocyclus stabilisierend wirkt. Da mit den Farbstoffen aber meist in wässrigen 





Fasst man alle Aspekte zusammen, so wird ein Grundsatz deutlich: Alle 
Maßnahmen, im Rahmen welcher der Methinbrücke Elektronendichte entzogen wird, 
führen gleichzeitig zu erhöhter Photostabilität. Dies geschieht durch positive Ladung 
im Heterocyclus, durch elektronenziehende Gruppen in der Methinkette selbst,[231, 235, 
245] durch elektronenziehende Nitro- oder Nitril-Gruppen am Heterocyclus[239] oder 
durch induktive Effekte (-I-Effekt) polyfluorierter Aromaten.[244, 245]  Singulett-
Sauerstoff reagiert aufgrund der Spinumkehr und des damit freien p-Orbitals als 
Elektrophil,[233, 240, 248] addiert also bevorzugt an Orte hoher Elektronendichte, wie 
dem Polymethinsysthem. Wird dem Polymethinsysthem die Elektronendichte 
entzogen, so reagiert es schlechter mit Singulett-Sauerstoff und bleibt stabil. Im 
Umkehrschluss zeigt dies, dass Elektronen schiebende Gruppen oder Heteroatome 
Abb. 39: Das unterschiedliche Photostabilitätsverhalten der untersuchten Cyaninfarbstoffe in DNA. Die Elektronendichte der 
Polymethinkette und die Kettenlänge selbst scheinen die Hauptgründe für die unterschiedliche Stabilität da Singulett-Sauerstoff 
als Elektrophil besonders Elektronenreiche Positionen angreift. Thia- und Oxacarbocyanine sind deutlich photolabiler. Dabei ist 
TO stabiler als TR, da es eine kürze Methinkette besitzt. CyIQ ist aufgrund seiner positiven Ladung (Elektronenzug) und der 
kurzen Methinkette besonders stabil. Nur Cy3 ist stabiler. Es ist aus den besonders stabilisierenden Indol-Heterocyclen 
aufgebaut und besitzt eine relativ kurze Methinkette. 
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wie z. B. der Schwefel im Thiazol für die geringere Photostabilität verantwortlich sind. 
Es lässt sich auch die geringere Photostabilität langkettiger Polymethine (z.B. 
Nonamethin-Cyaninfarbstoffe) erklären. An den Kohlenstoffatomen der Rotations-
zentren der cis-trans-Photoisomerisierung treten lokalisierte Ladungen auf, die einen 
elektrophilen Angriff begünstigen. Je mehr dieser Rotationszentren vorhanden sind, 
desto mehr Reaktionen mit 1O2 sind möglich.[242] In CyIQ treffen also zwei positive 
Effekte zusammen: Eine kurze Methinkette und ein positiv geladener Heterocyclus 
ohne zusätzliche Heteroatome wie O, S oder Se.  Für eine allgemeine Abschätzung 
der Photostabilität von Cyaninfarbstoffen sind die wichtigsten Einflüsse in Tabelle 9 
zusammengefasst. 
 
Tabelle 9: Zusammenfassung der wichtigsten positiven Einflüsse auf die Photostabilität von Cyaninfarbstoffen bei der 
Anwendung in wässrigen Medien nach aktuellem Ergebnis- und Literaturstand. 
Ansatzpunkt Effekt Literatur 
Heterocyclus 
a) Indocarbocyanine sind wesentlich stabiler als Thia- oder 
Oxacarbocyanine 
b) Positiv geladene Heterocyclen sind stabiler als ungeladene 
Heterocylcen 
c) Polyfluorierung der Heterocyclen erhöht die Photostabilität 
d) Elektronenziehende Nitro- oder Nitril-Gruppen an 
Heterocyclen verbessern die Photostabilität   
[31]  S. 139     
[249] S. 128,123 




Kettenlänge Die Photostabilität nimmt mit steigender Länge der Polymethinbrücke ab (gültig ab Tri-Methin-Farbstoffen)  
[228] S. 230 f., [238] 
Substituierte 
Methinbrücke 
a) Elektronenziehende Substituenten in der Polymethinbrücke 
verbessern die Photostabilität 
b) Rotationsfixierende Gruppen erniedrigen die 
Photoisomerisierung und verbessern die Photostabilität  
[231, 235, 245] 
 
[250] S. 18, [231, 
251] 
Anionen Iodid als Gegen Ion zu positiv geladenen Heterocyclen erhöht die Stabilität 
[247] S. 6529 
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4.3 Untersuchung von CyIQ-Monomeren 
 
Die einfache Verknüpfung eines Fluorophors mit DNA ist der klassische Ansatz in 
bioanalytischen Methoden. In aller Regel wird er am 3´- oder 5´- Ende der DNA 
angebracht. Dabei dient der Fluorophor meist einzig dem Zweck der DNA-
Visualisierung. Durch zielgerichtetes Molekül-Design versucht man heute, 
funktionelle DNA-Sonden zu entwickeln, mit denen es möglich ist, bestimmte Ver-
änderungen in der DNA zu detektieren und damit das Leistungsspektrum einer DNA-
Sonde zu erweitern. Vor allem unymmetrische Cyanin-Farbstoffe reagieren in ihren 
spektralen Eigenschaften besonders sensitiv auf ihre Umgebung.[206, 252] Dies ist 
auch von CyIQ zu erwarten. Durch die enge Anbindung über die 2´- Position der 
Ribose soll der Fluorophor durch Interkalation in den Basenstapel oder Bindung in 
die Furche seine photophysikalischen Eigenschaften ändern. Im ersten Schritt 
werden daher die Eigenschaften von einfach CyIQ-modifizierten Oligomeren anhand 
unterschiedlicher Sequenzen im Einzel- und Doppelstrang untersucht. Im Fall der 




  DNA2  3´- A-G-T-C-A-C-T-T-X-T-T-C-T-G-A-C-G - 5´ 
  DNA2g  5´- T-C-A-G-T-G-A-A-A-A-A-G-A-C-T-G-C - 3´ 
 
  DNA3  3´- A-G-T-C-A-C-T-C-X-C-T-C-T-G-A-C-G - 5´ 
  DNA3g  5´- T-C-A-G-T-G-A-G-A-G-A-G-A-C-T-G-C - 3´ 
 
  DNA4  3´- A-G-T-C-A-C-T-G-X-G-T-C-T-G-A-C-G - 5´ 
  DNA4g  5´- T-C-A-G-T-G-A-C-A-C-A-G-A-C-T-G-C - 3´ 
  
  DNA5  3´- A-G-T-C-A-G-A-T-X-T-A-G-T-G-A-C-T - 5´ 
  DNA5g  5´- T-C-A-G-T-C-T-A-A-A-T-C-A-C-T-G-C - 3´ 
 
  DNA6  3´- C-G-T-C-A-G-A-T-A-X-A-G-T-G-A-C-T - 5´ 
  DNA6g  5´- G-C-T-G-T-C-T-A-T-A-T-C-A-C-T-G-A - 3´ 
 




Die Absorptionsspektren der untersuchten Oligomere zeigen alle ein einheitliches 
Verhalten. Eine charakteristische Absorptionsbande der DNA bei λ = 260 nm im 
Einzel- sowie im Doppelstrang und die CyIQ typischen Banden bei λ = 325 nm und 
495 nm. Die zentrale Absorptionsbande bei 495 nm verhält sich in Form und 
Intensität in allen fünf untersuchten Sequenzen gleich und zeigt keine Veränderung 
zwischen Einzel- und Doppelstrang.  
 
Fluoreszenz 
Große Unterschiede finden sich in den Fluoreszenzspektren. Zunächst zeigen alle 
modifizierten Einzel- und auch Doppelstränge, angeregt bei λexc = 495 nm,  
Fluoreszenz im Bereich von λ = 500 – 700 nm mit jeweils einem Maximum bei 
λ = (566 ±7) nm. Die Fluoreszenzintensität der Einzelstränge verhält sich dabei 
annährend gleich. Die Fluoreszenzintensität der doppelsträngigen Oligomere weicht 
jedoch stark voneinander ab. Bei DNA2, DNA3 und DNA6 sind die Unterschiede 
zwischen Einzel- und Doppelstrang weniger ausgeprägt als bei DNA4 und DNA5. 
Bei diesen beiden Strängen ist der Intensitätsunterschied besonders deutlich. Mit 
DNA5 steigt die Fluoreszenz im Doppelstrang um das 1,7-fache an, wobei sie in 
DNA4 um das 1,9-fache sinkt. Es finden offensichtlich Wechselwirkungen zwischen 























































































































































































Abb. 40: Absorptionsspektren (links) und Fluoreszenzspektren (rechts) von DNA2-6 (c = 2,5 µM in 10 mM NaPi, pH7, 20 °C, mit 
NaCl c = 250 mM, λexc = 495 nm). 
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Betrachtet man die Sequenz von DNA4 so, findet sich hier der Farbstoff zwischen 
zwei Guanin-Basen. Eine Fluoreszenzlöschung durch Guanin ist ein oft 
beobachtetes Phänomen bei Cyaninfarbstoffen, da Guanin am leichtesten aller DNA-
Basen durch einen photoinduzierten Ladungstransfer oxidiert wird.[31, 106, 215] Das 
scheint auch hier der Fall zu sein, was sich mit den Untersuchungen und 
Berechnungen deckt, die in Kapitel 4.2.2 Redoxeigenschaften bereits erarbeitet 
wurden. Über die Bestimmung der Redoxpotentiale im angeregten Zustand ergab 
sich eine Triebkraft von ∆G ≈ -0,3 eV für eine photoinduzierte Redoxreaktion 
zwischen CyIQ* und Guanin. Zusätzlich ist in DNA4 die Fluoreszenz des 
Doppelstrangs deutlich stärker gelöscht als diejenige im Einzelstrang. Scheinbar ist 
ein erfolgreicher Ladungstransfer erst durch die konformationelle Fixierung in 
doppelsträngiger DNA möglich. Ladungstransferreaktionen setzen eine effektive 
elektronische Kopplung voraus,[253] die durch die doppelhelikale Struktur der DNA 
zustande kommt und somit die höhere Fluoreszenzlöschung im Doppelstrang erklärt.  
 In DNA5 und DNA2 ist der Fluoreszenzanstieg auch durch die Redox-
eigenschaften zu erklären. Es befindet sich kein Guanin, welches seine Fluoreszenz 
löschen könnte, in direkter Nähe zum Farbstoff. Der Anstieg der Fluoreszenz im 
Doppelstrang ist durch die Fixierung der Rotation um die Polymethinbrücke zu 
erklären, wie bereits in Kapitel 4.2.1 näher beschrieben wurde. Der Fluoreszenz-
anstieg in DNA5 und DNA2 ist jedoch nicht annähernd so hoch wie im Titrations-
experiment, in dem der Farbstoff frei in Lösung vorlag. Die kovalente Verknüpfung 
über einen kurzen Linker bindet den Farbstoff offenbar so nahe an die DNA das es 
schon im Einzelstrang zu einer Einschränkung der Rotation und damit zu 
Fluoreszenz kommt. Intensive Wechselwirkungen zwischen Einzelstrang DNA und 
Fluorophoren sind nicht verwunderlich, wenn man sich den Strang als knäuel-artige 
Struktur vorstellt, an die sich ein Fluorophor gut anlagern kann. Derartige 
Wechselwirkungen konnten bereits in einer vorangegangenen Arbeit mit Cy3 be-
obachtet werden.[25]   
 DNA3 und DNA6 zeigen nahezu keinen Unterschied in der 
Fluoreszenzintensität zwischen Einzel- und Doppelstrang. In beiden Sequenzen 
befinden sich Guanin-Basen in unmittelbarer Nähe. Diese könnten über einen 
Ladungstransfermechanismus zur Fluoreszenzlöschung beitragen. Da nicht klar ist, 
ob CyIQ in den Basenstapel ganz oder teilweise interkaliert, oder ob er in der kleinen 
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Furche der Doppelhelix lagert, ist auch eine Wechselwirkung des Fluorophors mit 
seiner unterschiedlichen Umgebung als Erklärung denkbar.   
 
Tabelle 10: Fluoreszenzmaxima, Stokes-Verschiebung, Fluoreszenzquantenausbeuten, Extinktionskoeffizienten bei 495 nm, 
Helligkeit und Schmelztemperaturen von DNA2-6. 
DNA λmax/F [nm] ∆λF vs. A [nm] ΦF ε495 [L/mol•cm] B Tm [°C] 
ssDNA2 562 67 0,08 63000 5000 - 
dsDNA2 566 71 0,10 55000 5500 62,0 
ssDNA3 559 64 0,08 59000 4700 - 
dsDNA3 569 74 0,06 59000 3500 67,0 
ssDNA4 570 75 0,03 74000 2200 - 
dsDNA4 574 79 0,06 66000 4000 69,7 
ssDNA5 562 67 0,07 83000 5800 - 
dsDNA5 562 67 0,11 88000 9700 60,7 
ssDNA6 566 71 0,07 73000 5100 - 
dsDNA6 573 78 0,07 76000 5300 64,1 
 
Durch die Redoxeigenschaften und die Beobachtungen in DNA4 ist klar, dass CyIQ 
Guanin oxidieren kann. Letztlich kann an dieser Stelle nicht geklärt werden, ob das 
unterschiedliche Fluoreszenzverhalten der anderen Sequenzen allein durch 
Quenching-Effekte oder durch induktive Wechselwirkungen zwischen CyIQ und den 
unterschiedlichen Nukleobasen zustande kommt. Beides scheint eine Rolle zu 
spielen. Unsymmetrische Cyanine sind für ihre intensiven Wechselwirkungen mit 
DNA bekannt, und dies trifft auch für CyIQ zu. Da es jedoch in keinem Fall zu einer 
kompletten Löschung der Fluoreszenz kommt, kann CyIQ als Monomerer DNA-
Marker verwendet werden. In Kombination mit der hervorragenden Photostabilität 
und der großen Stokes Verschiebung (75 nm) hat CyIQ herausragende 
Eigenschaften die ihn zu einer interessanten Alternative zu Fluorescein, FAM™, 
Atto®  495 bzw. 520, Alexa Fluor 500®  und Thiazolorange macht.   
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4.4 Untersuchung von Interstrang Dimeren 
 
Bei Interstrang-Dimeren sind sowohl Strang als auch Gegenstrang mit einem 
Fluorophor modifiziert. Handelt es sich jeweils um den gleichen Chromophor, so 
spricht man von „Homodimeren“. Zwei unterschiedliche Moleküle sind dagegen 
„Heterodimere“. Bei Interstrang Dimeren kommt durch die Wechselwirkung (z.B. 
FRET) der beiden Chromophore ein Fluoreszenzsignal zustande, das sich in seiner 
Intensität oder in seiner Qualität verändert. Da intermolekulare Wechselwirkungen 
distanzabhängig sind, kommen die gewünschten optischen Effekte erst bei Bildung 





Prädestiniert für eine solche Anwendung sind Hybridisierungssonden wie Molecular 
Beacons. Dabei handelt es sich um haarnadelähnliche Einzelstrang-DNA, die aus 
zwei Funktionseinheiten bestehen, dem Stamm und einer Schleife. Die Sequenz des 
Stammes ist antiparallel komplementär und verhält sich wie eine normale Doppel-
helix. Die Schleife liegt offen vor und enthält die Zielsequenz. Wird ein 
komplementärer Gegenstrang (Ziel DNA) zugegeben, so öffnet sich der Beacon auf. 
Molecular Beacons haben sich zu hoch effektiven Standard-Sonden in der 
Molekularbiologie bei der Detektion und Quantifizierung von Ziel-DNA etabliert.[255-258] 
Sie finden vor allem Anwendung in der „Real-Time-PCR“ (Echtzeit Polymerase-
Abb. 41: Molecular Beacons bestehen aus zwei Teilen, Stamm und Schleife. Die DNA-Sequenz der Schleife ist komplementär 
zur Zielsequenz. Der Beacon-Stamm ist komplementär und ist in den klassischen Anwendungen mit einem Fluorophor (F) und 
dem passenden Quencher (Q) modifiziert (Abbildung aus [254, 255]). 
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kettenreaktion),[259, 260] in der Microarray-Technologie[260, 261] oder bei der zellulären 
Detektion von RNA.[262] In den klassischen Ansätzen verwendet man ein Fluorophor-
Quencher-Paar z.B. aus Fluorescein und dem universellen Fluoreszenz-Löscher 
(Quencher) Dabcyl.[263] Durch die räumliche Nähe in einem geschlossenen Beacon 
ist die Fluoreszenz gelöscht. Wird eine Ziel-DNA erkannt, so öffnet sich der Beacon, 
die Fluorophore trennen sich und ein Fluoreszenzsignal entsteht. Die Verbesserung 
hinsichtlich Sensitivität und Spezifität der Fluorophore ist Gegenstand aktueller 
Forschung. Die Arbeitsgruppe Wagenknecht konnte bereits einen neuartigen 
Molecular-Beacon entwickeln, der während des Aufwindens seine Farbe ändert.[24] 
Er basiert auf einer Hetero-Dimer Anordnung aus Thiazolorange und Thiazolrot 
innerhalb der Stamm-Sequenz (in-stem Molecular Beacon). In den folgenden 
Experimenten soll das Verhalten von CyIQ in Interstrang-Dimeren untersucht 
werden. Ziel ist es, eine potentielle Chromophor-Kombination für Molecular-Beacons 
zu finden. Daher werden zunächst nur die Stamm-Einheiten eines Molecular 
Beacons untersucht, weshalb in dieser Arbeit Molecular Beacons im Kapitel 
„Interstrang-Dimere“ beschrieben werden.  
 
4.4.1 Homodimere 
Anders als bei den Heterodimeren liegen bei den Homodimeren zwei identische 
Moleküle vor, die miteinander in Wechselwirkung treten. Voraussetzung ist auch hier 
räumliche Nähe, die durch die Ausbildung der DNA-Doppelhelix erzwungen wird. Die 
beiden CyIQ-Chromophore werden jeweils um eine Base zueinander versetzt 
angeordnet, um eine möglichst effektive Interaktion zu gewährleisten. Da die 
Untersuchungen bei den CyIQ-Monomeren eine Fluoreszenzlöschung durch eine 
Guanin-Oxidation ergaben, wird eine A-T-Umgebung bevorzugt. Homodimere stellen 
die kleinste Form eines Aggregates dar. Die Aggregation von Cyaninen in wässriger 
Lösung ist ein bekannter Prozess,[28] wobei hier eine undefinierte Anzahl von 
Molekülen aggregiert. In Verbindung mit DNA wird jedoch die Aggregation durch die 
Anordnung in der Doppelhelix so determiniert, dass es sich bei den untersuchten 
Zuständen immer um Dimere handeln sollte.[23] Cyanin-Dimere können sowohl 
Wechselwirkungen im Grundzustand (Exciton) als auch im photoangeregten 
Zustand, wie z.B. Excimer, zeigen. Die Hintergründe hierzu wurden bereits in 
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Kapitel 3.3 erläutert. Die Ausbildung von excitonischen Wechselwirkungen oder 
Grundzustandswechselwirkungen können hoch interessante photophysikalische 
Eigenschaften hervorrufen, die man sich in der Bioanalytik zu Nutze machen kann, 




 DNA7  3´- C-A-G-T-C-A-A-X-T-G-A-C-G-T-A-C-G -5´ 
 DNA8  5´- G-T-C-A-G-T-X-A-A-C-T-G-C-A-T-G-C -3´ 
   
 DNA9  3´- C-A-G-T-C-A-X-A-T-G-A-C-G-T-A-C-G -5´ 
 DNA10  5´- G-T-C-A-G-T-A-X-A-C-T-G-C-A-T-G-C -3´ 
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Abb. 42: Absorptionsspektren (links) und Fluoreszenzspektren (rechts) von DNA7-10 (c = 2,5 µM in 10 mM NaPi, pH 7, 20 °C, 
mit NaCl c = 250 mM, λexc = 464 und 500 nm s. Fluoreszenzspektren). 
 




Vergleicht man die Absorptionsspektren von DNA7-10 mit denen der CyIQ- 
Monomere in DNA2-6, so wird auf den ersten Blick die Veränderung der 
Absorptionsbande zwischen λ = 400 und 550 nm deutlich. Bei den DNA-Monomeren 
liegt das Maximum dieser Absorptionsbande bei 495 nm. Bei den Dimeren ist das 
Maximum um 30 nm hypsochrom verschoben und liegt bei 465 nm. Dabei ändert 
sich auch die Symmetrie der gesamten Absorptionsbande. Besonders ausgeprägt 
zeigt sich die Verschiebung in den Doppelsträngen (DNA7/8 und DNA9/10). Bei 
genauerem Blick fällt eine Feinstruktur in Form einer Schulter bei 500 nm auf. In den 
Einzelsträngen, vor allem bei DNA9 und DNA10, ist sie stärker ausgeprägt. Diese 
Schulter entspricht dem Absorptionsmaximum der CyIQ-Monomere. Die Spektren 
deuten drauf hin, dass CyIQ-Dimere excitonische Wechselwirkungen unter 
Ausbildung eines veränderten Absorptionsmaximums eingehen. Dieser Effekt wurde 
bereits vielfach bei anderen Cyaninfarbstoffen beobachtet.[94, 204, 264, 265] Dort wurde 
der Effekt hauptsächlich bei der Aggregation in wässrigen Lösungen beschrieben. 
Eine Verschiebung des Absorptionsmaximums zu niedrigeren Wellenlängen weist 
bei der Bildung von Dimeren auf H-Aggregate oder Excimere hin.[28, 86, 89, 204] Diese 
Beobachtungen wurden in unserer Forschungsgruppe bereits an Interstrang-Dimeren 
mit Thiazolorange gemacht.[23, 102] Auch hier zeigte sich eine hypsochrome 
Verschiebung des Absorptionsmaximums bei Dimer-Bildung. Weshalb sich in den 
hier untersuchten Strängen DNA7-10 bereits im Einzelstrang eine Änderung in der 
Absorption zeigt, war zunächst nicht klar. Bei Interstrang-Dimeren aus Thiazolorange 
ist dies  nicht der Fall.  
 
 
Abb. 43: Absorptionsspektren bei 20 °C und 90 °C von DNA7/8, DNA9/10 und den jeweiligen Einzelsträngen (c = 2,5 µM in 
10 mM NaPi, pH 7, mit NaCl c = 250 mM). Die Vergrößerungen zeigen den Absorptionsbereich von CyIQ  (λ = 400 - 575 nm). 
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Um sicher zu stellen, dass es sich bei dem 
beobachteten Absorptionsverhalten tatsächlich 
um DNA-determinierte Aggregate handelt und 
nicht um eine sequenzspezifische Wechsel-
wirkung, wurden Absorptionsspektren bei 20 °C 
und bei 90 °C aufgenommen. Bei 90 °C sollte 
der DNA-Strang vollständig dehybridisiert 
vorliegen und die CyIQ-Aggregation aufgehoben 
sein. Genau das ist auch zu beobachten. Man 
sieht bei 90 °C deutlich, dass die Absorptions-
bande der eines CyIQ-Monomers gleicht (s. Abb. 44). Zusätzlich wurden 
Schmelztemperatur-messungen bei λ = 500 nm aufgenommen, da sich hier die 
Absorption bei der Dimer-Bildung deutlich ändert, was in den Schmelzkurven auch 
schön zu sehen ist. Die Schmelzpunkte bei 500 nm stimmen mit denen bei 260 nm 
überein.  
 Es bilden sich also eindeutig DNA-vermittelte CyIQ Dimere. Woher kommt 
dann die Wechselwirkung in den Einzelsträngen? Die Antwort liegt in der 
verwendeten DNA-Sequenz. Bei genauer Betrachtung wird deutlich, dass diese über 
einen zusammenhängenden Bereich von 10 Basen selbstkomplementär ist (s. Abb. 
45). Das reicht für eine stabile Duplexbildung und somit zu einer Bildung von 
Dimeren in allen Einzelsträngen (DNA7-10). Schmelztemperaturmessungen ergeben 
für die Einzelstränge einen durchschnittlichen Schmelzpunkt von 41 °C. Die 
verwendete DNA-Sequenz wurde aus den Arbeiten mit Thiazolorange und Thiazolrot 
abgeleitet, um die Ergebnisse vergleichen zu können. Wieso der Effekt dort nicht 
auftritt, hat zwei Gründe. Zum einen wird der Farbstoff in diesen Arbeiten über einen 
acyclischen, nicht-nukleosidischen Linker verknüpft, der nicht wie das Uridin zur 
Basenpaarung beiträgt. Zum zweiten haben sowohl Thiazolorange als auch Thiazol-
rot eine deutlich kürzere Polymethinkette. Die Stabilität von Dimeren steigt aber mit 
zunehmender  Kettenlänge stark an, was einen bekräftigenden Einfluss auf die 
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Abb. 44: Vergleich der Absorptionsspektren von 
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spektroskopie konnte gezeigt werden, dass es sich in diesem Fall um fluoreszente H-
Aggregate und nicht um Excimere wie zunächst angenommen handelte. In den 
Absorptionsspektren von DNA7/8 und 9/10 ist jedoch keine zusätzliche Bande zu 
erkennen. Möglicherweise liegen hier Subensembles vor, die sowohl monomerer als 
auch dimerer Form sind und dadurch unterschiedliche Wechselwirkungen 
hervorrufen. Denkbar ist eine Koexistenz von emittierenden Monomeren, gelöschten 
H-Aggregaten und excimerartiger Fluoreszenz. Um dies genauer zu untersuchen 
wurden temperaturabhängige Fluoreszenzspektren aufgenommen um die CyIQ-
Dimere durch Dehybridisierung der DNA zu trennen. Zusätzlich wurden 
Anregungsspektren aufgenommen.  
 Bei den Temperaturabhängigen Messungen geht die Fluoreszenzintensität mit 
steigender Temperatur kontinuierlich zurück. Dafür ist die Zunahme von Vibrations- 
und Rotationszuständen bei höheren Temperaturen verantwortlich, die für eine 
strahlungslose Desaktivierung der angeregten Zustände sorgen. Die Spektren zeigen 
jedoch ganz deutlich, dass sich die Lage des Fluoreszenzmaximums beim 
Aufwinden der DNA-Doppelhelix verändert. Es verschiebt sich mit steigender 
Temperatur in Richtung der Monomer-Fluoreszenz (DNA1) zu niedrigeren 
Wellenlängen. Das stimmt mit den Ergebnissen überein, die bei gleicher Anordnung 
für Thiazolorange beobachtet wurden.[23] Diese Verschiebung in der Fluoreszenz ist 
später bei den Intrastrang Dimeren von CyIQ (vgl. 4.5.2, Abb. 61) nicht mehr zu 
beobachten. Dort bilden sich gelöschte H-Aggregate, die beim Aufwinden 
auseinander gehen und monomertypische Fluoreszenz zeigen. Dieser Vorgang wird 





















Abb. 47: Temperaturabhängiges Fluoreszenzspektrum von DNA7/8 im Vergleich zum CyIQ-Monomer DNA1. Das kleinere 
eingefügte Spektrum zeigt die normierte Fluoreszenz (c = 2,5 µM in 10 mM NaPi, pH 7, mit NaCl c = 250 mM, λexc = 495 nm). 















































































Abb. 46: Temperaturabhängiges Fluoreszenzspektrum von DNA9/10 im Vergleich zum CyIQ-Monomer DNA1. Das kleinere 
eingefügte Spektrum zeigt die normierte Fluoreszenz (c = 2,5 µM in 10 mM NaPi, pH 7, mit NaCl c = 250 mM, λexc = 495 nm). 
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Beim Blick in die Anregungsspektren (vgl. 
Abb. 48) wird ein weiterer Unterschied 
zwischen DNA7/8 und DNA9/10 deutlich. Die 
Form des Spektrums in DNA7/8 gleicht dem 
des aggregierten Dimers. Die Bande von 
DNA9/10 ist sehr breit und scheint, ver-
glichen mit DNA1, sowohl Monomer- als 
auch Dimer-Anteile aufzuweisen. Eine klare 
Abgrenzung der Mechanismen scheint nicht 
möglich. In DNA7/8 scheint eine Fluoreszen-
zlöschung durch H-Aggregate zu dominieren, 
was aus der geringen Fluoreszenzintensität und den Anregungsspektren hervorgeht. 
In DNA9/10 scheint aber zu einem gewissen Teil excimerartige Fluoreszenz zu 
entstehen. Ob es sich hierbei wie bei den Thiazoldimeren um fluoreszente 
H-Aggregate handelt könnte durch zeitaufgelöste Emissionsspektren geklärt werden. 
Totzdem scheint auch bei DNA9/10 zu gewissen Teilen Fluoreszenzlöschung 
vorzuliegen.  
 Dieses unklare Bild ist in einem dynamischen System wie der DNA nicht 
ungewöhnlich. Es ist nicht davon auszugehen, dass alle CyIQ-Moleküle einheitlich in 
Wechselwirkung treten sondern vielmehr durch das Vorliegen von Subensembles 
gleichzeitig unterschiedliche Wechselwirkungen ausbilden. Sind die Möglichkeiten 
zur Bildung solcher Subensembles vielfältig, so wird keiner der photophysikalischen 
Prozesse dominieren.  
 Die Wahl der DNA-Sequenz ist für diese Untersuchungen nicht optimal. Es 
wird aber grundsätzlich deutlich, dass sich CyIQ-Dimere in einer Interstrang-
anordnung nicht für Molecular-Beacons eignen. Es ist weder ein nennenswerter 
Fluoreszenzanstieg zu beobachten, was im Vergleich zu den Monomeren in DNA1-6 
deutlich wird, noch ändert sich die Lage und somit die Farbe des Fluoreszenz-
maximums in einer relevanten Weise. Erschwerend kommt hinzu, dass sich die 
excitonischen Wechselwirkungen in unvorhersehbarer Weise ändern und in 
Mischformen vorliegen.  Die Untersuchungen liefern dennoch wichtige Informationen 
über die Wechselwirkung von CyIQ-Dimeren.  
 










Abb. 48: Anregungsspektren von DNA1 (bei 
Fmax = 566 nm), DNA7/8 (bei Fmax = 570 nm) und
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Die Absorptionsspektren aller vier Duplexe DNA11/8, DNA7/12, DNA13/10 und 
DNA9/14 zeigen die beiden typischen Absorptionsbanden von CyIQ und Thiazolrot. 
CyIQ weist eine typische Monomer-Bandenform auf mit einem Maximum bei 
λmax/CyIQ = 495 nm. Die Thiazolrot typische Absorption weist ein Maximum bei 
λmax/TR = 640 nm. Die beiden Maxima sind gut voneinander getrennt, was verhindert 
dass bei Anregung des FRET-Donors (CyIQ) auch der FRET Akzeptor (TR) mit 
angeregt wird. Bei genauerer Betrachtung sind Intensitätsunterschiede vor allem in 
der CyIQ-Bande zu erkennen. DNA11/8 und DNA7/12 haben bei 495 nm eine 
höhere Absorption als DNA13/10 und DNA9/14. Die Absorption von Thiazolrot 
verhält sich gleich. Da sich diese Stränge in ihrer Orientierung unterscheiden, wird 
der Effekt auf Grundzustandswechselwirkungen zurückgeführt, die sich bei 
unterschiedlicher Orientierung ausbilden.  
 Alle vier Duplexe zeigen jeweils zwei Fluoreszenzbanden zwischen 500 und 
700 nm (vgl. Abbildung 50) bei Anregung im Absorptionsmaximum von CyIQ (495 
nm). Die kurzwellige Fluoreszenzbande mit einem Maximum bei λmax = 563 nm 
stammt von CyIQ. Die längerwellige zweite Bande bei λmax = 658 nm stammt von 
Thiazolrot. Ein Energietransfer von CyIQ auf Thiazolrot wird somit in allen Strängen 
beobachtet, da eine singuläre Emission von Thiazolrot bei dieser 
Anregungswellenlänge nicht erfolgt. Der Intensitätsunterschied ist jedoch enorm. 
DNA13/10 und DNA9/14 zeigen eine intensive Fluoreszenz, wohingegen DNA11/8 
















































Abbildung 50: Absorptions- und Fluoreszenzspektren der doppelsträngigen Oligonukleotide DNA11/8, DNA7/12, DNA13/10 und 
DNA9/14 (c = 2,5 µM in 10 mM NaPi, pH 7, 20°C, mit NaCl c = 250 mM, λexc = 495 nm). 
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und DNA7/12 nur sehr schwach fluoreszieren. Bildet man die Verhältnisse zwischen 
den Fluoreszenzintensitäten der beiden Chromophore, so wird die Effizienz des 
FRET deutlich. Bei Werten über eins dominiert die Intensität der Akzeptor-Emission, 
in diesem Fall die von Thiazolrot (vgl. Tabelle 11). In Abbildung 50 sind nur die 
Doppelstränge abgebildet. Die detaillierten Fluoreszenzspektren der einzelnen 
Oligomere sind in Abb. 51 dargestellt. Hier wird auch deutlich, dass die 
unterschiedliche Orientierung der Fluorophore zueinander den entscheidenden 
Einfluss auf das optische Verhalten liefert. In den Strängen DNA11/8 und DNA7/12 
ist die Fluoreszenzintensität des FRETs und die des CyIQ-Einzelstranges etwa 
ähnlich gering. Regt man TR gesondert an, so ist dessen Fluoreszenz so intensiv, 
das mit einer höheren Filtereinstellung am Fluoreszenzspektrometer gearbeitet 
werden musste. Dadurch wird deutlich, dass zwar in diesen beiden Strängen ein 
FRET möglich ist, dieser aber so schwach luminesziert, dass er für die Praxis 
untauglich ist.  
 
 
Tabelle 11: Optische Daten zu DNA11/8, 7/12, 13/10 und 9/14. Fluoreszenzmaxima von FRET Donor (CyIQ) und FRET 
Akzeptor (TR) sowie die Verhältnisse der Fluoreszenzintensität (FI) im jeweiligen Maximum. 
 
DNA λmax/F CyIQ [nm] λmax/F TR [nm] FITR/FICyIQ 
DNA11/8 563 658 1,3 
DNA7/12 563 658 1,5 
DNA13/10 563 658 0,9 
DNA9/14 563 658 0,7 
 
 






Anders verhält es sich bei den Strängen  DNA13/10 und DNA9/14. Hier ist die 
Intensität um das Sechs- bis Zehnfache höher. Möglicherweise treten hier zwei 
Mechanismen in Konkurrenz. Betrachtet man die Sequenzen und die Verknüpfung 
der Chromophore, so wird deutlich, dass in DNA13/10 und DNA9/14 jeweils ein A/U-
Basenpaar zwischen Donor und Akzeptor liegen. Bei DNA11/8 und DNA7/12 liegen 
CyIQ und TR direkt nebeneinander, sind also räumlich nicht getrennt. In diesem Fall 
kann es zu Aggregation oder Orbitalüberlappung zwischen Donor und Akzeptor 
kommen. Deshalb kann neben dem Förster-Energietransfer auch ein gewisser Anteil 
an statischer Fluoreszenzlöschung durch Aggregation vorliegen.[269] Bei aus-
geprägten Aggregaten (H-Aggregate) sollte sich dies zusätzlich durch eine 
hypsochrome Verschiebung im Absorptionsspektrum zeigen, was aber hier nicht der 
Fall ist. Bei DNA13/10 und DNA9/14 ist der Abstand zwischen Donor und Akzeptor 
 





















































































Abb. 51: Fluoreszenzspektren der vier DNA-Systeme mit unterschiedlicher Orientierung der Fluorophore (c = 2,5 µM in 
10 mM NaPi, pH 7, 20°C, mit NaCl c = 250 mM, λexc = 495 nm und λexc = 640 nm bei ssDNA7, ssDNA11, ssDNA13 und 
ssDNA14). 
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am größten. Hier scheint der Förster-Energietransfer zu dominieren, was sich in der 





Besonders effektiv ist offensichtlich die Anordnung der Chromophore in DNA9/14. In 
allen Fällen ist jedoch der FRET nicht vollständig. Die Fluoreszenz von CyIQ ist in 
allen Fällen noch sehr intensiv. Bei einem perfekten FRET-System sollte die Energie 











Abb. 52: Schematische Darstellung der Distanz zwischen Donor (CyIQ = rot) und Akzeptor (TR = grün). In DNA11/8 und 
DNA7/12 kann durch räumliche Nähe auch statische Fluoreszenzlöschung durch Aggregation auftreten. In DNA13/10 und 
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4.5.1 Heterodimere (FRET von CyIQ auf Thiazolrot) 
Bei dieser Art von DNA Sonden wird, wie bei den Interstrang Sonden, CyIQ als 
FRET–Donor mit Thiazolrot als FRET-Akzeptor kombiniert. In diesem Fall aber im 
selben Strang. Die Überlappung der Emission von CyIQ und der Absorption von 
Thiazolrot sind äußerst vielversprechend (vgl. Abb, 49) und wie bereits in Kapitel 
4.4.1. gezeigt, ist ein deutlicher Energietransfer möglich. Die beiden Chromophore 
wurden so angeordnet, dass Thiazolrot und CyIQ direkt nebeneinander liegen und 
dass das Uracil der Uridin-Base, an der CyIQ verknüpft ist, nicht zwischen den 
Farbstoffen liegt. Bemerkenswert bei dieser DNA-Sonde ist das erstmals zwei 
Techniken zur DNA-Modifikation in einem Strang kombiniert wurden. Thiazolrot 
wurde zusammen mit dem 2´-O-Propargyl-Uridin während der Festphasensynthese 
als Phosphoramidit eingebaut. CyIQ wurde erst hinterher an das Uridin durch die 
kupferkatalysierte Cycloaddition verknüpft. Diese Kombination ist nach unserem 
Wissen neuartig. Durch die Ausbildung eines Doppelstranges mit Ziel-DNA soll die 
Wechselwirkung der Chromophore gestört werden und sich die spektralen 
Eigenschaften verändern.  Die folgenden Untersuchungen sollen zeigen, ob eine 




  DNA15  3´- C-A-G-T-C-A-Y-X-T-T-G-A-C-G-T-A-C -5´ 
  DNA15g 5´- G-T-C-A-G-T-T-A-A-A-C-T-G-C-A-T-G -3´ 
 
  DNA16  3´- C-A-G-T-C-A-Y-A-X-A-C-G-T-A-C-G-T -5´ 
  DNA16g 5´- G-T-C-A-G-T-T-T-A-T-G-C-A-T-G-C-A  -3 
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Die Absorptionsspektren beider Duplexe DNA15/15g und DNA16/16g sowie der 
modifizierten Einzelstränge DNA15 und DNA16 zeigen die beiden typischen 
Absorptionsbanden von CyIQ und TR. CyIQ weist eine typische Monomer -
Bandenform auf, mit einem Maximum bei λmax/CyIQ = 495 nm. Im Einzelstrang DNA15 
liegt das Maximum leicht verschoben bei λmax/CyIQ = 487 nm). Die Thiazolrot-typische 
Absorption weist ein Maximum bei λmax/TR = 640 nm auf. In DNA16 sind die Maxima 
von TR zueinander verschoben. Im Einzelstrang liegt es bei λmax/TR = 644 nm und im 
Doppelstrang bei λmax/TR = 633 nm. Die Unterschiede kann man darauf zurückführen, 
dass in DNA16 eine Base zwischen den Chromophoren liegt und damit zusätzliche 
Wechselwirkungen auftreten. Die Unterschiede sind jedoch nicht sehr groß und die 
beiden Maxima sind gut voneinander getrennt. 
 




























































Abb. 54: Absorptions- und Fluoreszenzspektren der Einzel- und Doppelstränge von DNA15 und DNA16 (c = 2,5 µM in 
10 mM NaPi, pH 7, 20°C, mit NaCl c = 250 mM, λexc = 495 nm). 
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Tabelle 12: Optische Daten zu DNA15 und  DNA16 Einzel- und Doppelstrang. Fluoreszenzmaxima von FRET Donor (CyIQ) 
und FRET Akzeptor (TR) sowie die Verhältnisse der Fluoreszenzintensität (FI) im jeweiligen Maximum. 
 
DNA λmax/F CyIQ [nm] λmax/F TR [nm] FITR/FICyIQ Tm [°C] 
ssDNA15 564 660 1,2 - 
DNA15/15g 568 645 0,5 58,7 
ssDNA16 568 659 1,3 - 
DNA16/16g 571 655 1,6 62,7 
 
 
Die Fluoreszenzspektren von DNA15 und DNA15/15g unterscheiden sich stark. Bei 
DNA15 sind im Einzelstrang zwei Banden zu erkennen. Zum einen die CyIQ-
Fluoreszenz bei λ = 564 nm und zum anderen die Fluoreszenz von Thiazolrot bei 
λ = 660 nm. Die deutlich intensivere Fluoreszenzbande von TR (Intensitätsverhältnis 
1,2) zeigt einen erfolgreichen FRET an. Interessant ist das Fluoreszenzverhalten im 
Doppelstrang. Wie erhofft, bricht hier die FRET-Effizienz nach Hybridisierung mit 
einem Gegenstrang stark ein. Das Intensitätsverhältnis liegt mit 0,5 zum größten Teil 
auf der Seite von CyIQ. Die Emission von CyIQ ist mit einem Maximum bei 
λ = 566 nm noch intensiver als im Einzelstrang und um 15 nm hypsochrom 
verschoben. Die Emission von TR hingegen ist bis auf eine kleine Schulter bei 
λ = 645 nm nur noch schwach vorhanden. Dieser Prozess ist sogar mit bloßem Auge 
zu verfolgen und zeigt einen deutlichen Farbumschlag von orange (Einzelstrang) 
nach grün (Doppelstrang).  
 Im System DNA16 und DNA16/16g zeigt sich ein ganz anderes Bild. Sowohl 
im Einzel- als auch im Doppelstrang ist ein effizienter FRET möglich mit 
Fluoreszenzmaxima bei λ = 571 nm und 655 nm und einem Intensitätsverhältnis der 
Maxima von 1,6. Die Fluoreszenzintensität des Doppelstranges ist dabei auch 
doppelt so groß. Dieser Effekt ist unerwartet. Verglichen mit DNA15 und DNA15/15g 
ist einzig die Intensität von DNA16/16g so intensiv. Wie ist das zu erklären? 
Möglicherweise finden hier zwei Mechanismen statt. In DNA15, DNA15/15g und im 
flexiblen Einzelstrang DNA16 sind die Abstände der beiden Moleküle sehr gering. Es 
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Cyaninfarbstoffe, die auf Benzothiazolen oder Benzoxazolen basieren, haben den 
großen Nachteil ihrer schlechten Photostabilität. CyIQ ist daher eine interessante 
Alternative, da es ebenfalls bei ca. 500 nm absorbiert und als unsymmetrischer 
Cyaninfarbstoff sich gut für Wechselwirkungen eignet. Schon bei den Versuchen mit 
CyIQ-Dimeren in Interstrang Anordnungen zeigten sich Wechselwirkungen (vgl. 
4.4.1), die in der Absorption und Fluoreszenz sichtbar wurden. Bei einer Intrastrang-
Anordnung zweier CyIQ-Moleküle sollte eine sehr effektive Wechselwirkung möglich 
sein, da die Chromophore parallel übereinander liegen und so die gleiche 




  DNA17  3´- C-A-G-T-C-A-X-X-T-T-G-A-C-G-T-A-C -5´ 




    
 
 






































Abb. 57: Absorptions- und Emissionsspektrum von DNA17 und DNA17/17g (c = 2,5 µM in 10 mM NaPi, pH 7, 20°C, mit NaCl 
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Typische H-Aggregate zeigen keine 
Fluoreszenz.[89, 204] Der Grund hierfür liegt  
in der schnellen Desaktivierung des 
höheren Zustandes der Davydov-
Aufspaltung (s. Kapitel 3.3). Die Des-
aktivierung erfolgt in den niedrigeren 
Zustand, aus dem dann eine Emission 
theoretisch verboten ist und daher nicht 
fluoresziert (s. Abb. 60).  Genau dies ist 
auch im Einzelstrang von DNA17 zu 
beobachten. Nach Bildung einer Doppel-
helix mit der Ziel-DNA wird der parallel gestapelte CyIQ-Dimer auseinandergetrieben 
und die beiden CyIQ-Moleküle interkalieren in die DNA bzw. legen sich in eine der 
Furchen (s. Abb. 56). Durch den räumlich getrennten Zustand finden keine 
excitonischen Wechselwirkungen mehr statt und die typische monomerartige 
Emission ist zu sehen. Dies ist deutlich an der Umkehr des Absorptionsspektrums 
hin zu einem monomerartigen Verlauf zu erkennen. Diese Beobachtungen decken 
sich mit den Arbeiten von Okamoto. Er beobachtet bei einer Interstrang-Dimer-
Anordnung von Thiazolorange ebenfalls eine hypsochrome Verschiebung und 
Symmetrieumkehr im Absorptionsspektrum bei gleichzeitigem Fluoreszenzanstieg im 
Doppelstrang.[105] Auch bei Thiazol-Derivaten wurde das beobachtet.[104] Weshalb die 
Fluoreszenz im Einzelstrang nicht komplett gelöscht ist, hat ebenfalls mit den H-
Aggregaten zu tun. Die Löschung ist dann am effektivsten, wenn die 
Übergansdipolmomente der Farbstoffe genau parallel zueinander liegen.[89, 274] 
Werden sie jedoch etwas zueinander verdreht, so sind erlaubte Zustände für die 
Emission möglich (vgl. Kapitel 3.3).[104] Durch die enge Anbindung von CyIQ an die 
DNA und das dazwischen liegende Uracil ist eine leichte Verdrehung der Farbstoffe 
anzunehmen, was eine gewisse Restfluoreszenz erklärt. Eine alternative Erklärung 
ist auch durch strukturelle Subensembles in Form nicht gestapelter CyIQ-Molekülen 
möglich. Eine Koexistenz monomerer und dimerer Formen des Farbstoffs ist in 
einem komplexen System wie der DNA denkbar. 
Abb. 60: Energieniveauschema von Monomeren und H-
Aggregaten unter excitonischer Aufspaltung des
angeregten Zustandes. 
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Um die Ergebnisse durch weitere Untersuchungen zu bekräftigen, wurden 
Anregungsspektren, CD-Spektren und Temperaturabhängige Absorptions- und 










In den Anregungsspektren (Abb. 61 a) für das Fluoreszenzmaximum bei λ = 580 nm 
zeigt sich keine Bande im Bereich der Aggregate. Im Doppelstrang ist jedoch deutlich 
der monomertypische Bandenverlauf mit einem Maximum bei ca. λ = 500 nm zu 
sehen. Das gleiche Bild zeigt sich im Einzelstrang bei äußerst geringer Intensität. Die 
Ergebnisse decken sich wiederum mit den Arbeiten von Okamoto.[104, 105] Das CD-
Spektrum des Doppelstranges (Abb. 61 b) zeigt einen intensiven positiven und 
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Abb. 61: a) Anregungsspektrum von DNA17 und DNA17/17g für das Fluoreszenzmaximum bei λ = 580 nm. b) CD-Spektrum 
von  DNA17 und DNA17/17g. c) Temperaturabhängiges Absorptionsspektrum von DNA17 undDNA17/17g bei 20 °C und 90 °C. 
d) Temperaturabhängiges Fluoreszenzspektrum von DNA17/17g (λexc = 495 nm). (Alle Proben: c = 2,5 µM in 10 mM NaPi, 
pH 7, mit NaCl c = 250 mM). 
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negativen Cotton-Effekt. Ein solcher Effekt ist dann vorhanden und besonders groß, 
wenn die Übergangsdipolmomente zweier Moleküle zueinander verdreht sind, wenn 
also die räumliche Anordnung der Übergangsdipolmomente zueinander nicht 0°, 90°, 
180° oder 360° einnimmt.[275] Folglich sollte eine parallele Anordnung der Farbstoffe 
wie im Einzelstrang, wo der Verdrehungswinkel der Übergangsdipolmomente gegen 
0° geht, ein deutlich schwächeres CD-Signal liefern. Dies ist auch im Spektrum zu 
erkennen und deckt sich wiederum mit anderen Arbeiten.[105, 276] Im 
temperaturabhängigen Absorptionsspektrum (Abb. 61 c) ist im Einzelstrang sowohl 
bei 20 °C als auch bei 90 °C die kurzwellig verschobene Absorptionsbande der H-
Aggregate zu sehen. Im Doppelstrang ist bei Raumtemperatur jedoch deutlich die 
Monomer-Absorption mit dem typischen Maximum bei λ = 495 nm zu erkennen. Bei 
90 °C, also im dehybridisierten Zustand der DNA, ist wieder die typische Absorption 
der Aggregate zu sehen. Im temperaturabhängigen Fluoreszenzspektrum (Abb. 61 
d) sinkt die Fluoreszenz mit zunehmender Temperatur, wie erwartet. Wichtig ist 
jedoch, dass dabei keine Verschiebung des Fluoreszenzmaximums zu beobachten 
ist, was typisch für Excimere oder fluoreszente H-Aggregate wäre. DNA17 ist somit 




Okamoto et al. untersuchten bereits sehr früh die Sequenzabhängigkeit von 
Intrastrang-Sonden mit TO-Dimeren.[106] Dabei zeigte sich eine Anomalie in den 
Fluoreszenzspektren bei einer direkten Nachbarschaft zu G/C-Basenpaaren. In 
diesen Sonden war die Fluoreszenzlöschung im Einzelstrang nicht sehr effektiv. 
Dieses Verhalten sollte auch für die CyIQ-Sonde überprüft werden, zumal bereits 
durch die Redoxeigenschaften von CyIQ bekannt ist, dass Guanin unter 
Fluoreszenzlöschung oxidiert wird. Daher wurde DNA18 als G/C-Variante von 
DNA17 synthetisiert und spektroskopisch untersucht. 
 
DNA18  3´- C-A-G-T-C-G-X-X-C-T-G-A-C-G-T-A-C -5´ 
DNA18g 5´- G-T-C-A-G-C-A-A-G-A-C-T-G-C-A-T-G -3´ 
 
 





Im Fluoreszenzspektrum von DNA18 ist leider kaum ein Unterschied mehr zwischen 
Einzel- und Doppelstrang zu erkennen. Im Vergleich zu DNA17 wird deutlich, dass 
die Fluoreszenz deutlich gelöscht ist. Bereits im Absorptionsspektrum ist zu 
erkennen, dass im Doppelstrang nur eine leichte Veränderung der Bande stattfindet, 
wobei nach der Hybridisierung mit einem Gegenstrang eine deutliche Verschiebung 
hin zu Monomeren eintreten sollte. Der Doppelstrang DNA18/18g zeigt jedoch immer 
noch ein Spektrum, das eher typisch für ein H-Aggregat ist. Offensichtlich wird die 
CyIQ-Aggregation nicht effektiv durch die Duplexbildung aufgehoben. Das könnte an 
Freiräumen liegen, die im Doppelstrang der neu gewählten Sequenz auftreten. Ein 
zusätzlicher Grund für die starke Fluoreszenzlöschung im Doppelstrang kann auch 
eine Guanin-Oxidation sein, wie bereits in Kapitel 0 gezeigt wurde. Diese 
Erkenntnisse zeigen, dass es eine deutliche Sequenzabhängigkeit gibt, was beim 
Design von ECHO-Sonden mit CyIQ berücksichtigt werden muss. 
 
Tabelle 14: Fluoreszenzmaxima, Stokes-Verschiebung, Fluoreszenzquantenausbeuten, Extinktionskoeffizienten bei 495 nm 
und Helligkeit von DNA18 Einzel- und Dopplestrang. 
DNA λmax/F [nm] ΦF ε495 [L/mol•cm] B 
ssDNA18 576 0,02 48000 1000 
DNA18/18g 576 0,02 51000 1000 
  






































Abb. 62: Absorptions- und Emissionsspektrum von DNA18 und DNA18/18g (c = 2,5 µM in 10 mM NaPi, pH 7, 20°C, mit NaCl 
c = 250 mM, λexc = 520 nm). 
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5 Bioanalytische Anwendungen von CyIQ-DNA 
 
Ziel von Fluoreszenzsonden ist deren Einsatz in der Bioanalytik. Dieses Kapitel zeigt, 
dass CyIQ aufgrund seiner speziellen photophysikalischen Eigenschaften in zwei 
unterschiedlichen Anwendungsgebieten eingesetzt werden kann.  
 
5.1 Detektion von Punktmutationen 
Blond oder brünett, Raucher oder Nichtraucher, Krebs oder Alzheimer? Die Antwort 
auf diese Fragen liegt manchmal nur an der Variation eines einzelnen DNA-
Basenpaares im Genom. Dass die Variation einzelner Basenpaare im humanen 
Genom bei einer Gesamtzahl von 3,2 Milliarden Basenpaaren eine so entscheidende 
Rolle spielt, ist von enormer Bedeutung. Einerseits, weil Einzel Nukleotid 
Polymorphismen (SNPs) der Grund für unsere Individualität sind.[5] Sie machen jeden 
Menschen in seinem Phänotyp einzigartig. Gäbe es keine SNPs und lassen wir die 
Epigenetik außen vor, so würden wir uns alle recht ähnlich sehen. Andererseits 
werden SNPs jedoch sehr gefährlich, wenn sie uns anfälliger für Krankheiten 
machen oder dafür sorgen, dass ein Medikament schlechter wirkt als bei anderen.[8, 
11, 12] Im Extremfall kann aus einer einzigen Punktmutation eine schwerwiegende 
Krankheit entstehen. Bestimmte Krebsarten können auf diese Weise entstehen.[9] 
Polymorphismen spielen auch bei der Entstehung von Morbus Alzheimer ein 
Rolle.[10] 
 Tatsächlich unterscheiden sich unsere Genome in ungefähr 3 Millionen 
Basenpaaren. Das sind 0,1 % des Genoms.[5, 6] Single Nucleotide Polymorphisms 
(SNPs) sind variierte Basenpaare, die bei mindestens 1% der Bevölkerung auftreten. 
Bei weniger als 1 % spricht man von Punktmutationen. Die Ursache ist aber immer 
die gleiche, ein ausgetauschtes Basenpaar (s. Abb. 63). Punktuelle Veränderungen 
in der DNA werden auch durch Schäden an den DNA-Basen verursacht. Täglich wird 
unsere DNA durch UV-Strahlung, Chemikalien oder Reaktive Sauerstoffspezies 
tausendfach geschädigt. Die wohl bekanntesten Beispiele sind die Bildung von 
























































































































































































































Für die Detektion von Punktmutationen mit der SNP-Sonde DNA17 wurde eine 
ganze Reihe unterschiedlicher Sequenzen untersucht (S. Abb. 64). Zunächst werden 
die direkt benachbarten Basen untersucht. Es wird jeweils zuerst die Einzel-
basenmutation an beiden möglichen Stellen untersucht. Zusätzlich wird noch die 
Doppelfehlpaarung an beiden Stellen untersucht, um zu sehen, wie diese das 
Ergebnis beeinflussen. Hier zeigt sich ein großer Vorteil der Farbstoffverknüpfung an 
ein Nukleotid im Vergleich zur Verknüpfung über nicht-nukleotidische acyclische 
Linker, denn über das 2´-O-Propargyl-Uridin bleibt die Basenpaarung intakt. Dies 
 
Abb. 64: Übersicht der DNA-Sequenzen zur Detektion von Punktmutationen mit der Sonde ssDNA17. DNA17 stellt den korrekt 
gepaarten (match) Fall dar.  
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stört einerseits die DNA-Duplexbildung weniger und zum anderen können 
Veränderungen in der Basenpaarung, die einen direkten Einfluss auf den Fluorophor 
haben, ein verändertes optisches Signal liefern. Aus allen bisherigen 
Untersuchungen geht hervor, dass die excitonischen Wechselwirkungen von CyIQ-
Dimeren sensibel auf ihre Umgebung reagieren, was sich gerade bei Basen-
fehlpaarungen zeigen sollte. Um ein möglichst gutes Bild der Auswirkungen auf CyIQ 
zu erhalten, wurden in weiteren Sequenzen auch noch die Basen in benachbarten, 
aber versetzten Positionen untersucht. In der Sonde DNA17 ist die korrekte 
Basenpaarung (match) ein A/U-Paar, was nach der Watson-Crick-Anordnung 
identisch mit einer A/T-Paarung ist. Die im Schema links liegenden Positionen 




Die Absorptionsspektren der Serie DNA17a-c, die Guanin-Fehlpaarungen aufweisen, 
zeigen bereits einen deutlichen Unterschied. Der korrekt gepaarte Strang DNA17 
zeigt als einziger eine typische Monomer Absorptionsbande mit einem Maximum bei 
λ = 495 nm. Alle fehlgepaarten Stränge sind wie die Sonde selbst hypsochrom 
verschoben und zeigen ein Maximum bei λ = 465 nm.  
Das Fluoreszenzspektrum macht die Unterschiede besonders deutlich. Der 
korrekte Doppelstrang zeigt mit Abstand die intensivste Fluoreszenz mit einem 
Maximum bei λ = 576 nm. Der Einzelstrang ist im Vergleich zu allen Strängen am 












































Abb. 65: Absorptions- und Emissionsspektrum von DNA17 und DNA17a-c (c = 2,5 µM in 10 mM NaPi, pH 7, 20°C, mit NaCl 
c = 250 mM, λexc = 495 nm). 
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deutlichsten gelöscht. Dieses Ergebnis ist an sich schon äußerst bemerkenswert, da 
man einen eindeutigen Unterschied zwischen korrekt gepaarter DNA und Mutation 
sieht. Zusätzlich sieht man sogar noch ein Unterschied in den Positionen der G-
Fehlpaarung. Die Mutation DNA17a, welche direkt zwischen den beiden 
Fluorophoren liegt, ist stärker gelöscht als die von DNA17b. Die doppelte 




Diese DNA-Reihe (DNA17d-f), die Thymin-Fehlpaarungen aufweist, zeigt im 
Absorptionsspektrum ein ganz ähnliches Bild wie bei den Guanin-Fehlpaarungen. 
Wieder zeigt der korrekt gepaarte Doppelstrang eine typische Absorptionsbande 
eines CyIQ-Monomers. Die Doppelstränge mit den U/T-Fehlpaarungen haben auch 
hier ein hypsochrom verschobenes Maximum. Das Fluoreszenzspektrum zeigt auch 
in diesem Fall einen deutlichen Unterschied zwischen korrekter und falscher 
Basenpaarung. 
 















































Abb. 66: Absorptions- und Emissionsspektrum von DNA17 und DNA17d-f (c = 2,5 µM in 10 mM NaPi, pH 7, 20°C, mit NaCl 
c = 250 mM, λexc = 495 nm). 
 




Die letzte der drei möglichen Basenfehlpaarungen, die Cytosin-Fehlpaarung 
(DNA17g-h), zeigt exakt dasselbe Verhalten wie die bereits Untersuchten. Sowohl im 
Absorptions- als auch im Emissionsspektrum setzt sich das gleiche Bild durch wie 




Zusammenfassend lässt sich bis hierher feststellen, dass sich bei den direkt 
gegenüberliegenden Fehlpaarungen alle drei, U/G, U/T und U/C gleich verhalten. Die 
 










































































Abb. 67: Absorptions- und Emissionsspektrum von DNA17 und DNA17g-i (c = 2,5 µM in 10 mM NaPi, pH 7, 20°C, mit NaCl 
c = 250 mM, λexc = 495 nm). 
Abb. 68: Auswertung der Fluoreszenzsignale von Einzelbasenmutationen gegenüber Uridin im Vergleich zur Sonde ohne 
Gegenstrang (ssDNA17) und korrektem Doppelstrang (match). 
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erste Position ist immer stärker gelöscht als die zweite. Im Falle einer 
Einzelbasenmutation kann also im Prinzip detektiert werden, an welcher Stelle die 
Fehlpaarung vorliegt, aber nicht welche Base die Falsche ist (vgl. Abb. 68). 
Um herauszufinden, wie weit sich der Einfluss von Fehlpaarungen in der 
weiteren Umgebung auf das Fluoreszenzverhalten der Sonde auswirkt, wurden die 




Hier zeigt sich ein deutlich verändertes Bild. Schon das Absorptionsspektrum verhält 
sich anders: Man sieht bei den Fehlpaarungen eine Absorptionsbande, die eher der 
eines Monomers bzw. des korrekten Doppelstranges gleicht. Die Banden sind dabei 
sehr breit, haben aber ein Maximum bei λ = 495 nm. Zudem haben sie eine Schulter, 
die hypsochrom verschoben bei ca. 465 nm liegt, also typisch für Aggregate. 
Besonders interessant ist der Absorptionsverlauf von DNA17k. Hier sieht es so aus, 
als gebe es kein richtiges Maximum, sondern eher ein „Dach“, welches zu gleichen 
Teilen der Dimer- und Monomer-Absorption gleicht. 
 Auch die Fluoreszenzspektren weichen deutlich ab. Die höchste Fluoreszenz-
intensität weist die T/T-Fehlpaarung in DNA17l auf. DNA17k emittiert ebenfalls sehr 
stark, was insofern überraschend ist, als dass die CyIQ-Emission durch 
Guaninoxidation gelöscht werden kann. Dies scheint hier jedoch keine Rolle zu 
spielen. Zusätzlich ist das Fluoreszenzmaximum von DNA17k zu der etwas 
















































Abb. 69: Absorptions- und Emissionsspektrum von DNA17 und DNA17j-m (c = 2,5 µM in 10 mM NaPi, pH 7, 20°C, mit NaCl 
c = 250 mM, λexc = 495 nm). 
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intensiveren Emission von DNA17 um 10 nm blau-verschoben und liegt bei 
λ = 566 nm. Interessanterweise sind DNA17j und m sind gleich stark gelöscht, was 
eine gewisse Systematik erkennen lässt. Alle Fehlpaarungen, welche direkt unter 
dem Farbstoff liegen, sind stärker gelöscht, als wenn das Uracil dazwischen liegt. 
Um die Genauigkeit der Sonde weiter einzuschränken muss geklärt werden, 
ob Doppelfehlpaarungen in benachbarten Positionen (DNA17n-o) ein anderes 
Fluoreszenzverhalten zeigen als Einfachmutationen. 
 
 
Die Absorptionsspektren von DNA17n-o verhalten sich ähnlich wie die von 
DNA17j-m mit einer Monomer-typischen Bandenform. Die Fluoreszenzspektren der 
Fehlpaarungen sind beide im Vergleich zum korrekten Strang gelöscht. Das 
Oligomer mit der zweifachen A/G-Fehlpaarung (DNA17n) ist dabei etwas stärker 
diskriminiert. Vergleicht man DNA17n und o mit DNA17j und m, so fällt auf, dass 
sich die Fluoreszenzspektren stark ähneln. Dies entspricht den bisherigen 
Beobachtungen, dass eine Mutation in direkter Nachbarschaft zu einem CyIQ-
Molekül den stärksten Fluoreszenzeffekt hervorruft. Diese Positionen sind also 
prädestiniert für eine effiziente Detektion.  
 















































Abb. 70: Absorptions- und Emissionsspektrum von DNA17 und DNA17n-o (c = 2,5 µM in 10 mM NaPi, pH 7, 20°C, mit NaCl 
c = 250 mM, λexc = 495 nm). 
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Tabelle 15: Fluoreszenzmaxima, Stokes-Verschiebung (λA = 495 nm), Fluoreszenzquantenausbeuten und 
Schmelztemperaturen von DNA17 und DNA17a-o bei λ = 260 nm 
DNA λmax/F [nm] ∆λF vs. A [nm] ΦF Tm [°C] 
ssDNA17 576 81 0,02 - 
DNA17 576 81 0,09 60,0 
DNA17a 576 81 0,03 61,3 
DNA17b 571 76 0,05 57,4 
DNA17c 577 82 0,02 57,3 
DNA17d 576 81 0,03 63,8 
DNA17e 570 75 0,06 57,3 
DNA17f 570 75 0,03 56,7 
DNA17g 576 81 0,02 61,9 
DNA17h 572 77 0,06 57,8 
DNA17i 573 78 0,02 58,8 
DNA17j 576 81 0,05 57,1 
DNA17k 568 73 0,09 57,3 
DNA17l 571 76 0,12 57,0 
DNA17m 576 81 0,05 57,2 
DNA17n 570 75 0,06 54,7 
DNA17o 571 76 0,08 55,0 
 
Ein Blick auf die Schmelztemperaturen in Tabelle 15 zeigt, dass sich die Stabilität 
des korrekten Duplexes nicht sonderlich von der der Fehlpaarungen unterscheidet. 
Die Stränge mit Fehlpaarungen an der ersten Position sind teilweise sogar um ca. 
2 °C stabiler als die an zweiter Position und die der doppelt Fehlgepaarten. Am 
instabilsten sind die Oligomere mit zwei Fehlpaarungen pro Strang, was nicht 
überrascht. Trotzdem sind auch diese mit maximal 5,3 °C Unterschied zum richtigen 
Strang noch relativ stabil. Diese Stabilität wird zum einen auf Aggregationseffekte der 
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CyIQ-Dimere zurückgeführt. Zum anderen ist die Verknüpfungsmethode über ein 
Nukleosid ein geringerer Eingriff in die natürliche DNA-Geometrie als z.B. ein nicht-
nukleosidischer Linker und sorgt somit für mehr Stabilität. Dies wurde von unserer 
Gruppe in einer anderen Arbeit bereits verglichen[73] und führte zum gleichen 
Ergebnis. Wenn also Duplexstabilität und Sequenzerkennung eine wichtige Rolle 
spielen, wie hier bei der SNP-Detektion, so ist eine Nukleosid-Verknüpfung zu 
bevorzugen.     
 Zusammenfassend ist das Ergebnis der SNP-Untersuchungen äußerst 
interessant. Es lässt sich mit der Fluoreszenzsonde ssDNA17 tatsächlich eine 
Detektion von Basenfehlpaarungen prinzipiell durchführen. Allerdings kann nicht 
unterschieden werden, welche Gegenbase als Fehlpaarung vorliegt. Zusätzlich kann 
die exakte Position bestimmt werden, da die Fluoreszenz bei einer Mutation an der 
ersten Position immer stärker gelöscht ist, als bei einer Mutation an der zweiten 
Stelle. Schwieriger wird es, wenn zwei Basen falsch gepaart sind, da dies dem 
Signal einer Mutation an der zweiten Position gleicht. Trotzdem lässt sich auch hier 
detektieren, dass überhaupt eine Mutation vorhanden ist. Bei einem Blick zurück auf 
die untersuchten Sequenzen und die Positionen, an denen sich eine Mutation 
nachweisen lässt, wird deutlich, dass dies an drei Stellen funktioniert. Drei Basen 
hintereinander entsprechen einem Codon, also eine für eine Aminosäure codierende 



























Abb. 71: SNP-Detektion für ein ganzes Codon am Beispiel von Guanin-Fehlpaarungen. 
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Es hat sich also gezeigt, dass CyIQ nach genauer Erforschung seiner excitonischen 
Wechselwirkungen in Form einer ECHO-Sonde zur Detektion von Punktmutationen 
geeignet ist. Es kann sogar detektiert werden, ob innerhalb eines Codons eine 
Mutation vorliegt. Weiterführende Arbeiten könnten diesen Ansatz präzisieren und 
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eignet sich besonders die Elektronenmikroskopie (TEM, Transmissions-
elektronemikroskopie). Wie kann jedoch das Fluoreszenzsignal der Lichtmikroskopie 
im Elektronenmikroskop sichtbar gemacht werden? Die Forschungsgruppe um Prof. 
Witzgall vom Institut für Vorklinische Medizin der Universität Regensburg initiierte die 
Idee, die beiden Mikroskopie-Techniken mit etablierten Methoden der Histologie zu 
kombinieren und auf Nukleinsäuren zu übertragen. Die Grundidee dabei  ist es, 
fluoreszenzmarkierte DNA oder RNA durch eine Transfektionshilfe (Lipofectamin™ 
2000) neben einem Chromogen (DAB, 3,3´-Diaminobenzidin) in Zellen zu schleusen. 
Nach der Inkubation wird das DAB photoinduziert zur Polymerisation gebracht,  
wodurch ein lokaler Polymerkomplex mit hoher Elektronendichte entsteht, der im 
TEM besonders gut zu erkennen ist. Da die Reaktion nur dort stattfinden kann, wo 
sich die DNA-Fluorophorsonde befindet, kann die Position der Nukleinsäure exakt 
bestimmt werden. Der Mechanismus der photoinduzierten Polymerisation ist noch 
nicht vollständig verstanden.[287-289] In aktuelleren Untersuchungen mit anderen 
Chromophoren[288, 290] wie z. B. Eosin[291] konnte jedoch gezeigt werden, dass 
Singulett Sauerstoff (1O2) und Sauerstoffradikale (O2•-) die entscheidenden Initiatoren 
der DAB-Polymerisation sind. Diese reaktiven Sauerstoffspezies werden in situ durch 
photoangeregte Zustände des Farbstoffs gebildet (s. Abb. 73). Aber auch direkte 
Elektronentransferprozesse zwischen Farbstoff und DAB (z. B. via DAB•+) sind 
denkbar, da DAB (Eox = 0,53 V vs. NHE) ein guter Elektronendonor ist.[291] Eine 
solche Reaktion ist damit auch für CyIQ möglich, das mit einem Reduktions-  
potential im angeregten Zustand (E*red = 1,6 V) nach der Rehm-Weller-Gleichung 




Abb. 73: Die photoinduzierte DAB-Polymerisation wird hauptsächlich durch reaktive Sauerstoffspezies angestoßen. Hier am 
Beispiel von Singulett Sauerstoff (1O2), der in situ durch den photoangeregten Zustand eines Chromophors gebildet wird. 
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Einzel- als auch Dopllestrang-Sonden verwenden zu können. Die Enden des 
Duplexes hängen dabei an beiden Seiten über und bilden sogenannte „sticky ends“, 
was eine enzymatische Ligation in Plasmid-Vektoren ermöglicht. Die gewählte DNA-
Sequenz besitzt keine gezielte Interferenz-Information. Die Möglichkeit, CyIQ 
innerhalb der DNA-Sequenz an eine intakte Base zu knüpfen, stellt hierbei einen 
Vorteil im Vergleich zu terminalen Verknüpfungstechniken dar, da die Basenpaarung 
intakt bleibt und möglicherweise die Enzymakzeptanz erhalten bleibt.  
 DNA20 und Lipofectamin ergeben zusammen partikuläre Lipoplexe die 
mit einer Kultur aus Epithelzellen der Schweineniere (LLC-PK1) für insgesamt 31 
Stunden inkubiert wurden. Nach Fixierung mit Glutaraldehyd wurde den Zellkulturen 
das DAB zugegeben. Bereits bei der Lichtmikroskopie machte sich die 
herausragende Photostabilität von CyIQ bemerkbar. Die Transfektion konnte in 
Echtzeit über einen Zeitraum von bis zu 30 Minuten verfolgt werden. Manche 
Farbstoffe wie z. B. Rhodamine bleichen hier bereits nach einer halben Minute 
aus.[225] Auf den Bildern des Fluoreszenzmikroskops ist deutlich die CyIQ Emission in 
partikelartigen Strukturen zu erkennen (grüne Punkte). Dabei sind die Signale sowohl 
extra- als auch intrazellulär zu erkennen. In Abb. 75b und Abb. 77c sind 
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Die TEM Bilder zeigen sehr eindrücklich die mit starkem Kontrast gefärbten Stellen 
der DAB-Polymerisation und damit die Stellen der Lipoplexe mit der DNA-Sonde. 
Besonders deutlich können in Abb. 78b mehrere Orte der DNA lokalisiert werden. 
Sie befinden sich sowohl extrazellulär an der Membran als auch intrazellulär und 
sogar direkt am Nukleus. Es wurde aber bisher keine Sonde innerhalb des Zellkerns 
gefunden. Zusätzlich konnte über eine FACS-Analyse eine Transfektionsrate von bis 
zu 50 % für DNA20 bestimmt werden.  
 Die Ergebnisse zeigen, dass CyIQ-DNA Sonden aufgrund ihrer speziellen 
photophysikalischen Eigenschaften (Photostabilität; Redoxverhalten) besonders gut 
für den Einsatz in der korrelativen Licht- und Elektronenmikroskopie geeignet sind. 
Sie bieten damit ein enormes Potential für derartige bioanalytische Anwendungen, 








































































































































































































































































partikel.[303] Diese eignen sich gut für eine kupferkatalysierte Azid-Alkin-Cycloaddition 
nach Huisgen, Sharpless und Meldal, wie sie in dieser Arbeit bereits erfolgreich und 
standardmäßig für den CyIQ-Chromophor angewendet wurde (vgl. 4.1.4). In einem 
ersten Schritt galt es somit, eine reproduzierbare Methode für die Klick-Konjugation 
und anschließender Reinigung zu entwickeln. In einem zweiten Schritt werden die 
Konjugate charakterisiert, um anschließend deren grundlegendes Verhalten in Bezug 











































































































































































zur Klick-Reaktion und ihr Weg in die DNA-Chemie sind in Kapitel 4.1.4 Klick-
Konjugation beschrieben.  
Für die Konjugation mit Upconversion-Nanopartikeln wurden Oligomere 
synthetisiert, die eine Alkin-Gruppe entweder am 3´- oder 5´- Ende der DNA tragen. 
Dafür wurde das bereits etablierte 2´-O-Propargyl-Uridin (kU, klick-Uridin) als 
artifizielle Base synthetisiert und an die jeweilige Position der DNA eingebaut (s. 
Kapitel 4.1.2 und 4.1.3). Die Synthese von 3´-modifizierter DNA konnte nicht 
standardmäßig durchgeführt werden. Hierfür wurde mit einem sog. „Universal 
Support“ gearbeitet, bei dem anstatt eines Nukleosids ein basenlabiler Spacer mit 
terminaler DMT-Gruppe auf der festen Phase immobilisiert ist. Als erste Base wurde 
dann das kU als Phosphoramidit eingebaut. Nach üblicher Abspaltung und 
Aufarbeitung der DNA liegen aber sowohl die 3´- als auch die 5´-modifizierten 
Oligomere mit terminaler OH-Gruppe vor und entsprechen bis auf die Alkin-Gruppe 
der natürlichen DNA. Folgende Stränge wurden auf diese Weise synthetisiert: 
 
 DNA23  5´- kU-C-A-G-T-G-A-T-C-T-A-G-A-C-T-G-C- 3´ 
 DNA24  3´- C-G-T-A-C-G-A-T-A-T-A-G-C-A-T-G-kU- 5´  
 DNA25  3´- A-G-T-A-C-G-A-T-A-T-A-G-C-A-T-G-kU- 5´ 
 DNA26  5´- kU-C-A-T-G-C-T-A-T-A-T-C-G-T-A-C-A- 3´ 
 DNA27  3´- A-G-T-C-A-C-T-A-A-A-T-C-T-G-A-C-kU- 5´ 
  
Vor der Verknüpfung mit den Nanopartikeln wurden die modifizierten Oligomere über 
HPLC gereinigt, um zu gewährleisten dass ausschließlich komplette DNA-Stränge an 
die Partikel geknüpft werden. Dadurch ist es zusätzlich möglich, die exakte 
Stoffmenge an DNA vor und nach der Klick-Reaktion zu bestimmen und somit die 
Effizienz der Kupplung zu beurteilen.  
Alle in dieser Arbeit verwendeten Upconversion-Nanopartikel stammen aus 
dem Arbeitskreis Prof. Wolfbeis des Instituts für Analytische Chemie, Chemo- und 
Biosensorik der Universität Regensburg. Sie wurden von Daniela Achatz und Heike 
Mader nach der Co-Präzipitationsmethode hergestellt.[145, 303]  Die Partikel sind vom 
Typ NaYF4 und wurden mit Yb3+ als Sensibilisator, und Er3+ als emittierendes 
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Zunächst war es wichtig, die erfolgreiche Verknüpfung der DNA und der Klick-
Reaktion nachzuweisen. Hier zeigt sich ein Vorteil der Azid-Alkin-Cycloaddition. Die 
stark IR-aktive Azid-Bande und deren Umsetzung zum 1,4-Triazol kann spektro-
skopisch am Verschwinden der N3-Bande verfolgt werden. Da die Proben in 
pulverartigem Zustand gemessen werden, greift man typischerweise auf eine 
materialwissenschaftliche IR-Methode zurück, die DRIFT-Spektroskopie. Die Diffuse 
Reflectance Infrared Fourier Transform Spectroscopy  (DRIFT) ist eine quantitative 
IR-Methode, bei der das diffus reflektierte Einstrahlungslicht einer rauen Oberfläche 







Die Spektren zeigen deutlich den Unterschied. Für das Spektrum nach der Klick-
Reaktion wurde das Edukt-Spektrum subtrahiert. Somit wird der quantitative Umsatz 
bei 2103 cm-1 deutlicher, da sich die Bande umkehrt. Ein spektroskopischer 
Nachweis der DNA-Verknüpfung ist z. B. bei einer affinitätsbasierten Kombination 
aus Streptavidin und Biotin nicht möglich.  
 























Abb. 84: IR-Spektren nach der DRIFT-Methode. a) Azid funktionalisierte UCNPS vor der Klick-Reaktion. b) UCNP-DNA-
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Die kooperative thermische Dehybridisierung der DNA-Doppelhelix liefert aufgrund 
des hyperchromen Effekts eine charakteristische Kurve bei λ = 260 nm. DNA 
modifizierte Nanopartikel sollten den gleichen Kurvenverlauf zeigen, wenn sie in der 
Lage sind, einen Gegenstrang zu binden. Genau dieses Verhalten zeigen auch die 
DNA-funktionalisierten Upconversion-Nanopartikel (Abb. 86a). Nach Zugabe eines 
komplementären Gegenstrangs ist eine typische Schmelzkurve mit fast identischem 
Schmelzpunkt, verglichen mit einem normalen DNA-Strang, zu sehen. Der immer 
noch sehr scharfe Kurvenverlauf wird auch bei anderen DNA-Nanopartikel-
Konjugaten beobachtet [304] und ist ein Hinweis für eine sehr hohe Oberflächen-
belegung mit DNA.[305] 
 Um dies auch optisch zu charakterisieren, wurde eine Fluoreszenztitration mit 
Ethidium-Bromid (EB) durchgeführt. EB zeigt speziell in doppelsträngiger DNA einen 
starken Fluoreszenzanstieg[198] und wird seit Jahrzehnten in der DNA-Analytik 
verwendet.[306, 307] In diesem Versuch wurden einzelsträngige UCNP-Konjugate mit 
Doppelsträngigen verglichen, indem schrittweise Ethidium-Bromid-Lösung zutitriert 
wurde. Ein normaler DNA-Einzelstrang dient als Referenz. Dabei zeigt nur die 
Doppelsträngige DNA-Nanopartikel Probe den typischen Fluoreszenzanstieg von 
Ethidium (vgl. Abb. 86b). Die beiden Einzelstränge verhalten sich gleich und zeigen 
nur halb so viel Fluoreszenz. Die DNA modifizierten UCNPs haben also DNA-
typische Eigenschaften und sind somit für derartige Anwendungen einsetzbar.  
 Zusammenfassend lässt sich sagen, dass eine neuartige Methode erarbeitet 
wurde, die es ermöglicht, saubere DNA-funktionalisierte Upconversion-Nanopartikel 
aus einer kupferkatalysierten Cycloaddition von Aziden mit Alkinen zu erhalten. Aus 
allen Untersuchungen geht hervor, dass die Klick-Reaktion zwischen DNA und 
Upconversion-Nanopartikel erfolgreich war, die Oligomere auf der Oberfläche der 
Partikel dicht angeordnet sind, in typischer Weise reagieren und für Ziel-DNA 
adressierbar sind. Diese grundlegenden Erkenntnisse ermöglichen nun die 
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8 Anwendungen von UCNP-DNA Konjugaten 
8.1 Quervernetzung durch Ziel-DNA 
 
 
Eine der faszinierendsten Eigenschaften der DNA ist ihre rein sequenzabhängige 
Hybridisierung mit komplementären Gegensträngen zu doppelhelikalen Strukturen. 
Dieses hochspezifische und zielsichere Verhalten ist einzigartig und bietet ein großes 
Potential für DNA-Nanopartikel-Konjugate in bioanalytischen und material-
wissenschaftlichen Anwendungen.[308] Über die DNA können einzelne Nanopartikel 
miteinander reversibel verknüpft und vernetzt werden. Man spricht auch von 
funktionellen Nanopartikeln. Eine Pionierarbeit zu dieser Idee stammt von Chad 
Mirkin, der bereits 1996 DNA-modifizierte Gold-Nanopartikel über einen DNA-
Doppelstrang mit kohäsiven Enden zu makroskopischen Clustern vernetzte.[309]  
Seither wurde eine ganze Reihe von Arbeiten veröffentlicht, die sich das Prinzip der 
DNA-vermittelten Selbstorganisation von Nanopartikeln zu Nutze macht.[163, 308, 310] 
Dabei entstanden einige sehr interessante bioanalytische und material-
wissenschaftliche Anwendungen, von denen eine repräsentative Auswahl in Tabelle 




Abb. 87: Schema zur Vernetzung DNA-funktionalisierter Nanopartikel durch komplementäre Ziel-DNA. 
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Tabelle 16: Übersicht unterschiedlicher Anwendungen von DNA gesteuerten Nanopartikel Netzwerken. 
Art der 
Nanopartikel Lit. kurze Beschreibung 
Au [311] Erster quantitativer und kolorimetrischer DNA-Nachweis durch DNA vermittelte Quervernetzung. 
Au [312] Kolorimetrisches Echtzeit-Screening der Aktivität unterschiedlicher Endonuklease-Inhibitoren. 
Au [313] Detektion von spezifischen Transkriptionsfaktoren . 
Au [314] DNA gesteuerte Kristallisation kolloidaler Nanopartikel 
Au [315] Erzeugung thermisch stabiler Strukturen durch enzymatisch gesteuerte Anordnung von DNA-Goldnanopartikeln. 
Au [316] DNA Nachweis; Dimere Nanopartikel. 
Au [317] Nachweis von Adenosin induzierten Duplex-Strukturen in Aptameren. 
Au [318, 319] Aufbau definierter, übereinander liegender Schichten von DNA-Nanopartikeln auf fester Phase. 
Au [320] Nachweis von Kokain und Adenosin über Aptamere. Erst durch die Zugabe des Analyten wird ein Partikel-DNA-Netzwerk geöffnet. 
Lipid [321] Nanopartikel Aggregation über Molecular Beacons zur SNP-Detektion mit bemerkenswerter SNP Empfindlichkeit. 
CdSe / ZnS [322] DNA vermitteltes binäres Netzwerk aus Quantenpunkten. 
SiO2 / Au [323] Anbindung von Au-Partikeln um große SiO2 Partikel herum. 
UCNP / FeO [324] Kombination aus DNA funktionalisierten UCNPs und DNA funktionalisierten magn. Nanopartikeln zur DNA-Detektion. 
  
 
Der Blick in die Literatur zeigt, dass sich die bisherigen Arbeiten hauptsächlich auf 
Gold-Nanopartikel beschränken. Der Grund ist, dass diese am besten erforscht 
wurden, sehr spezielle optische Eigenschaften besitzen, besonders klein (bis zu 
5 nm) und leicht herzustellen sind.[136, 325] In Deutschland beschäftigt sich besonders 
Christof Niemeyer mit DNA funktionalisierten Gold-Nanopartikeln.[319, 326-329] 
 Im Folgenden wird untersucht, ob DNA-funktionalisierte Upconversion-
Nanopartikel, durch Ziel DNA zu einem Netzwerk verbunden werden können. Dazu 
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wurden Upconversion Nanopartikel mit Oligomeren unterschiedlicher Sequenzen 
hergestellt. In einem ersten Versuch wurden drei Proben angesetzt: 
 
A) Die erste Probe enthielt zwei Sorten DNA modifizierter Upconversion-Nano-
partikel, bei denen die Sequenzen zueinander komplementär sind.  
 
 DNA25    3´- A-G-T-A-C-G-A-T-A-T-A-G-C-A-T-G-kU- 5´ 
               5´- kU-C-A-T-G-C-T-A-T-A-T-C-G-T-A-C-A- 3´  DNA26  
 
B) Die zweite Probe enthielt zwei Sorten DNA modifizierter Upconversion-
Nanopartikel, die nicht komplementärer zueinander sind. Zu dieser Probe wurde eine 
Ziel-DNA zugegeben, deren Sequenz jeweils zu den beiden DNA-funktionalisierten 
Nanopartikeln komplementär ist. Die Sequenz wird über einen Poly-T-Spacer in der 
Mitte flexibel gehalten: 
 
  DNA23                                                                           DNA24 
5´- kU-C-A-G-T-G-A-T-C-T-A-G-A-C-T-G-C- 3´           5´-kU-G-T-A-C-G-A-T-A-T-A-G-C-A-T-G-C -3 
3´-    A-G-T-C-A-C-T-A-G-A-T-C-T-G-A-C-G-TTTTTTTTTT-A-C-A-T-G-C-T-A-T-A-T-C-G-T-A-C-G- 5´ 
                                                                      DNA-T1 
 
C) Die dritte Probe enthielt nur die gleichen Nanopartikel mit einer DNA-Sequenz die 
nicht komplementär (hier selbstkomplementär) ist. 
 
 DNA24  5´-kU-G-T-A-C-G-A-T-A-T-A-G-C-A-T-G-C -3 
 
Alle drei Proben wurden kurz bei 90 °C hybridisiert, um zu gewährleisten, dass alle 
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8.2 Zelluläre Bildgebung 
Die überragende Eigenschaft von Upconversion-Nanopartikeln ist deren Fluoreszenz 
im sichtbaren Wellenlängenbereich bei gleichzeitiger Anregung mit IR-Licht.[143] 
Dabei bleichen sie weder aus noch zeigen sie periodisches Blinken wie z.B. 
Quantenpunkte.[331] Diese Eigenschaften machen Upconversion-Nanopartikel zu 
einem der vielversprechendsten Materialien für bioanalytische Anwendungen in 
Zellen.[149, 150]  
Es ist bekannt, dass bestimmte Nanopartikel ohne künstliche Transfektions-
hilfen durch unterschiedliche Endozytose-Prozesse die Zellmembran überwinden 
können.[180] Für die hier entwickelten DNA funktionalisierten Upconversion-
Nanopartikel galt es nun grundsätzlich zu überprüfen, ob auch diese in der Lage 
sind, in den Intrazellulärraum aufgenommen zu werden und dort Fluoreszenzsignale 
liefern. Das ist aus vielerlei Hinsicht von Bedeutung. Zum einen ist es damit möglich, 
fluoreszierende Nanopartikel ohne Transfektionshilfen wie Elektroporation oder 
Mikroinjektion in Zellen zu schleusen, was für in vivo Anwendungen wichtig ist. Zum 
anderen ermöglicht die DNA zusätzliche Funktionen wie DNA/RNA-Detektion, 
Antisense-DNA oder Einbringen einer fluoreszierenden DNA-Sonde.[137]  
Die zelluläre Aufnahme von Partikeln ist abhängig von deren Größe und 
Oberflächenbeschaffenheit.[299] Das Polyanion DNA unterscheidet sich dadurch 
deutlich von unmodifizierten UCNPs. In Kooperation mit der Forschungsgruppe um 
Prof. Wegener vom Institut für Analytische Chemie, Chemo- und Biosensorik der 
Universität Regensburg wurden diese Eigenschaften an NRK-Zellen („normal rat 
kideny“,  Nierenzellen der Ratte) untersucht. Dafür wurden sowohl unmodifizierte als 
auch DNA-funktionalisierte UCNPs mit unterschiedlichem Partikelgehalt (100 µg, 
250 µg, 500 µg) auf eine Zellkultur gegeben und für 24 h inkubiert. Nach 
mehrmaligem Waschen wurden die Zellen fixiert und im Lichtmikroskop untersucht 
(s. Abb. 93). Dazu war ein leistungsfähiges konfokales Fluoreszenzmikroskop mit IR-
Quelle notwendig. Ein solches steht am DFG-Forschungszentrum für Experimentelle 
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Die Bilder zeigen zunächst, dass in allen Fällen Partikel in die Zellen aufgenommen 
wurden und im Intrazellulärraum zum Teil kräftig fluoreszieren (grün oder rot je nach 
Kanal). Allein diese Beobachtung zeigt sehr deutlich, dass alle verwendeten Partikel 
mit den Methoden der Zellbiologie und der konfokalen Fluoreszenzmikroskopie 
kompatibel sind. Bei Betrachtung der einzelnen Bilder werden jedoch große 
Unterschiede sichtbar: In Abb. 93 ist deutlich eine intensive Fluoreszenz in einzelnen 
Zellen zu erkennen. Scheinbar wurden hier besonders viele Nanopartikel 
aufgenommen. In Abb. 94 sind deutlich schwächere Fluoreszenzsignale zu 
erkennen. Hier wurden die Zellen mit ~500 µg DNA-modifizierten UCNPs inkubiert 
(doppelt so viel als bei den nicht DNA-modifizierten). Scheinbar werden von den 
Zellen weniger DNA-modifizierte Partikel aufgenommen als unmodifizierte.   
 Der Hauptgrund für dieses Verhalten liegt wahrscheinlich in der 
unterschiedlichen Oberflächenladung. Nanopartikel mit negativ geladener Oberfläche 
werden anders aufgenommen als neutral oder positiv geladene Nanopartikel.[332-334] 
Es ist hinreichend bekannt, dass Nanopartikel mit positiver Oberflächenladung 
deutlich besser in Zellen aufgenommen werden als solche mit negativer Ladung.[180, 
299] Der Grund hierfür liegt in den repulsiven Wechselwirkungen der negativ 
geladenen Zelloberfläche und den negativ geladenen Partikeln. Die azidmodifizierten 
Upconversion-Nanopartikel sind formal durch Mesomerie positiv und negativ 
geladen. Ein DNA Strang der verwendeten Oligomere alleine trägt aber bereits 17 
negative Ladungen im Phosphatrückgrat und unterscheidet sich somit deutlich von 
den UCNPs ohne DNA. Trotzdem hat sich gezeigt, dass DNA-modifizierte UCNPs in 
Zellen aufgenommen werden können und dort ein Fluoreszenzsignal liefern. 
Weshalb aber einzelne Zellen besonders sehr stark fluoreszieren und offensichtlich 
besonders viele UCNPs aufgenommen haben ist unklar, es scheint jedoch schädlich 
zu sein. Da die Aufnahme von Nanopartikeln stark vom jeweiligen Zelltyp abhängt, 
lässt sich das Ergebnis nicht uneingeschränkt auf andere Zellsysteme übertragen. 
Für zukünftige Anwendungen wäre zu überlegen, die Zellaufnahme durch 
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8.3 Untersuchungen zur Cytotoxizität 
Über die Cytotoxizität von Upconversion Nanopartikeln des Typs NaYF4:Yb/Er ist 
bereits einiges bekannt.[147] Bei einer Reihe von Anwendungen sowohl in vivo als 
auch in vitro zeigten Upconversion-Nanopartikel nur eine geringe bis gar keine 
Toxizität.[158, 335-339] In einer Arbeit von Jalil und Zhang konnten bei einer intravenösen 
Injektion von silicamodifizierten Upconversion-Nanopartikel bei Ratten (Dosierung: 
10 mg/kg KG) keine gesundheitlichen Schäden beobachtet werden.[340] Aus anderen 
Untersuchungen geht hervor, dass eine Konzentration von Upconversion-
Nanopartikeln von 500 µg/mL als unkritisch einzustufen ist.[335] Ein Grund mag die 
geringe Eigentoxizität von Metallen der seltenen Erden wie Yttrium, Ytterbium oder 
Erbium sein. Im Vergleich zu Selenverbindungen in Quantenpunkten ist die mittlere 
letale Dosis für Oxide der seltenen Erden mit 1 mg/kg KG ungefähr 1000 mal 
geringer.[158] Die deutlich geringere Toxizität von Metallen aus Upconversion-
Nanopartikel-Verbindungen verglichen mit Quantenpunkten konnte in einer 
vergleichenden Studie von Tan et al. bestätigt werden.[341] 
 Die Cytotoxizität von Nanomaterialien ist von mehreren Faktoren abhängig. 
Hauptsächlich aber von Größe, Zusammensetzung und Oberflächenbeschaffenheit 
(vgl. Kapitel 3.4.4).[179, 342] Für DNA-modifizierte Upconversion-Nanopartikel gibt es 
keine Untersuchungen zu deren Cytotoxizität. Da DNA-funktionalisierte UCNPs 
potentiell für in vivo- und in vitro-Anwendungen in Frage kommen, ist es wichtig, 
deren toxikologisches Potential einzuschätzen. Aus diesem Grund wurde zusammen 
mit der Arbeitsgruppe von Prof. Wegener, die besondere Erfahrung auf dem Gebiet 
von Cytotoxizitäts-Untersuchungen mit Nanomaterialien hat, eine vergleichende 
Untersuchung von silicamodifizierten Upconversion-Nanopartikeln mit DNA-
funktionalisierten Upconversion-Nanopartikeln durchgeführt. Als Methode wurde ein 
Alamar Blue Assay angewandt. Bei dieser Methode wird die Vitalität der Zellen über 
eine NADH-abhängige Farbreaktion bestimmt. Der blaue Phenoxazin Farbstoff 
Resazurin wird von gesunden Zellen unter Verbrauch von NADH zum rötlichen 
Resorufin reduziert. Bei cytotoxischen Vorgängen ist dieser Vorgang gestört und es 
findet keine Farbstoffreaktion mehr statt. Die betreffenden Proben erscheinen blau. 
































































































































































Dieses Ergebnis ist zunächst verwunderlich. Es wäre plausibel, wenn die DNA als 
biologisches Material von Zellen besser akzeptiert würde als anorganisches 
Fremdmaterial. Dies ist aber hier nicht der Fall. Auch eine Wiederholung des 
Versuches lieferte ähnliche Ergebnisse. Bei genauerer Betrachtung rücken Kupfer-
Ionen aus der Synthese in den Focus. Führ die 1,3-dpolare Cycloaddition der DNA 
an die Nanopartikel wird ein Cu(I)-Komplex zur Katalyse verwendet. Die 
anschließende Größenausschlusschromatographie dient zwar der Entsalzung der 
Proben, dabei ist jedoch nicht auszuschließen dass Kupferionen verschleppt werden. 
Es ist auch vorstellbar, dass sich Kupferionen zwischen den eng gepackten DNA-
Strängen befinden, die erst durch DNA-Abbau in der Zelle freigesetzt werden. 
Kupferionen sind stark cytotoxisch. In einer Reihe von Versuchen konnte gezeigt 
werden, dass Nanopartikel, die im Zellinneren Kupferionen abgeben, eine stark 
erhöhte Toxizität aufweisen.[343-345] Um dieser Hypothese nachzugehen, wurden die 
Proben mit Kupfer komplexierender Festphasen-EDTA behandelt und erneut 
untersucht. Zusätzlich wurde eine Lösung des Kupfer-Komplexes der für die Klick-
Reaktion verwendet wird untersucht. Die übliche Konzentration bei der Klick-
Reaktion liegt bei ungefähr 1,7 mM. Durch die Chromatographie wird aber weiter 
verdünnt, weshalb für den Assay mit einer maximalen Konzentration von 10 nM 




















Log  / g/mL
Abb. 96: Quantitative  Auswertung des Alamar Blue Assays. 
 





Die Auswertung des Assays zeigt zunächst deutlich, dass eine konzentrations-
abhängige Toxizität für den Kupfer-Komplex zu beobachten ist. Bei einer 1 nM und 
einer 10 nM Lösung sterben alle Zellen. Erst bei einer Konzentration von 10 pM sinkt 
die Cytotoxizität auf unter 20 %. Zwischen EDTA-behandelter Probe und nicht 
behandelter Probe ist kein Unterschied zu sehen. Offensichtlich ist es nicht möglich 
Kupferionen nachträglich durch EDTA zu entfernen. Allgemein fällt bei diesem 
Versuch auf, dass die Cytotoxizität der DNA-funktionalisierten Upconversion-
Nanopartikel nicht mehr so hoch ist wie beim ersten Versuch. Da zwischen beiden 
Assays mehrere Wochen lagen, ist nicht auszuschließen, dass sich die Proben 
verändert haben. 
 Zusammenfassend lässt sich sagen, dass die in dieser Arbeit verwendeten 
DNA-funktionalisierte Upconversion-Nanopartikel toxischer sind als die un-
modifizierten. Als Hauptgrund werden aus der Synthese verschleppte Kupferionen 
dafür verantwortlich gemacht. Das Kontrollexperiment mit dem verwendeten Kupfer-
Komplex zeigt eine konzentrationsabhängige Cytotoxizität, bei der deutlich wird, dass 
schon geringste Mengen des Kupfer-Komplexes toxisch wirken. Des Weiteren 
unterscheiden sich die Ergebnisse für DNA-modifizierte Upconversion-Nanopartikel. 
Da zwischen den einzelnen Assays größerer Zeiträume liegen, mag dies auf 
Alterungsprozesse zurückzuführen sein. Offensichtlich sind die Kupferionen der 
limitierende Faktor für diese Art von DNA-verknüpften Nanopartikeln. Eine in vitro 
und in vivo Anwendung ist nach diesen Ergebnissen nicht möglich. Als Alternative 
müsste eine kupferfreie Klick Konjugation z. B. über Cyclooctine gewählt werden. 
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Abb. 97: Auswertung des dritten Alamar Blue Assays. Links: Konzentrationsabhängige Cytotoxizität des Kupfer-Komplexes. 








9.1 Funktionelle DNA-Sonden mit CyIQ 
Der Hauptteil dieser Arbeit beschäftigt sich mit der Entwicklung des klickbaren 
Cyaninfarbstoffs CyIQ (Cyanine Indole Quinoline), dem Aufbau funktioneller DNA-
Sonden und dem bioanalytischen Einsatz dieser Sonden. Zunächst wurde eine 
Synthesestrategie entwickelt mit der CyIQ postsynthetisch an jede beliebige Stelle 
der DNA verknüpft werden kann. Dazu wurde der Farbstoff mit einem kurzen 
Propylazid-Linker versehen, über den durch eine kupferkatalysierte Huisgen-Cyclo-
addition der Chromophor an ein alkinmodifiziertes Uridin verknüpft werden kann. Die 
Klick-Konjugation von CyIQ verläuft dabei mit Ausbeuten über 70 % und der 
Farbstoff bleibt stabil. Im Vergleich zu einem Einbau während der DNA-Festphasen-
synthese wird dabei nur ein Zehntel an Farbstoffsubstanz benötigt.  
 Kovalent in DNA gebunden zeigt CyIQ eine breite Absorptionsbande zwischen 
λ = 400 nm und 550 nm mit einem Maximum bei 495 nm. Der Extinktionskoeffizient 
bewegt sich dabei typischerweise bei ε495 = 60.000 L mol-1 cm-1. Angeregt bei 
λexc = 495 nm fluoresziert CyIQ typischerweise im Bereich von λ = 500 – 700 nm mit 
einem Maximum bei λ = (560 ± 10) nm. Die Emission erfolgt also mit einer Stokes-
Verschiebung von ca. λ = 75 nm. Die Fluoreszenzquantenausbeuten bewegen sich 
bei Einfacheinbauten um 8 % (ΦdsDNA1 = 0,08). Mit einer durchschnittlichen Helligkeit 
von 5600 erreicht CyIQ ein Drittel der Helligkeit von Cy3 in vergleichbaren DNA-
Strängen. Nach Untersuchung der Redoxeigenschaften hat sich gezeigt, dass CyIQ  
in der Lage ist Guanin zu oxidieren.  
 Ein wichtiges Kriterium in bioanlytischen Anwendungen ist die Photostabilität 
eines Chromophors. Daher wurde CyIQ mit Cy3, Thiazolrot, Thiazolorange, BODIPY 
und Fluorescein in DNA verglichen. Nach 30-minütiger Bestrahlung sind von CyIQ 
und Cy3 immer noch über 90 % der ursprünglichen Fluoreszenz vorhanden wobei 
die anderen Farbstoffe bereits zur Hälfte oder ganz ausgeblichen sind.  
 Im Anschluss wurden eine ganze Reihe unterschiedlicher DNA-Sonden mit 
Farbstoff-Dimeren synthetisiert und deren photophysikalische Wechselwirkungen 





durch seine relativ große Stokes Verschiebung gut als FRET-Donor eignet. Der 
beste Erfolg konnte jedoch mit einem CyIQ-Dimer in einer Intrastrang Anordnung 
erzielt werden. Dabei ist die Fluoreszenz der Sonde im Einzelstrang stark gelöscht. 
Erst durch Hybridisierung mit dem korrekten Gegenstrang zeigt die Sonde intensive 
Fluoreszenz. Mit dieser Sonde war es möglich Basenfehlpaarungen in DNA über den 
Bereich eines ganzen Codons zu detektieren, was CyIQ für die Erkennung von 
Einzelbasenpolymorphismen (SNPs) interessant macht. 
 Abschließend wurde eine CyIQ-DNA-Sonde erstmals in einem korrelativen 
Ansatz aus Licht- und Elektronenmikroskopie im Bereich der analytischen Zell-
biologie eingesetzt. Dabei gelang es in Echtzeit am Fluoreszenzmikroskop den Weg 
der DNA, eingehüllt in Lipoplexe, in Zellen zu verfolgen. Da CyIQ durch eine 
photoinduzierte Reaktion mit Diaminobenzidin eine lokale Polymerisation initiiert, war 
es anschließend möglich unter dem Elektronenmikroskop in Zellschnitten die exakte 
Position der Sonde auf ihrem Weg vom Extrazellulärraum bis hin zum Zellkern zu 
verfolgen. Die Sonde wird derzeit am Tiermodell validiert. 
 Fazit: Es konnte gezeigt werden, dass CyIQ schnell, postsynthetisch und mit 
geringem Einsatz von Substanz an beliebige Stellen von Oligomeren geklickt werden 
kann. Dabei zeigt CyIQ interessante photophysikalische Eigenschaften. Die 
Kombination aus hoher Photostabilität und großer Stokes Verschiebung macht CyIQ 
zu einer interessanten Alternative zu Fluorescein, FAM™, Atto® 495 bzw. 520, Alexa 
Fluor 500®  und Thiazolorange. Aus ersten bioanalytischen Versuchen geht hervor, 
dass sich CyIQ-DNA-Sonden gut für fluoreszenzmikroskopsiche oder korrelative 
Anwendungen aus Licht- und Elektronenmikroskopie eignen. Auch ein Einsatz in der 
DNA-Analytik ist denkbar. Die Verknüpfung über ein Uridin schafft zusätzlich die 
Möglichkeit der Übertragung auf RNA, was das Anwendungsspektrum des 






9.2 DNA-modifizierte Upconversion-Nanopartikel 
Im zweiten Teil dieser Arbeit wird eine Methode zur Funktionalisierung von 
Upconversion Nanopartikeln mit DNA entwickelt, die ebenfalls auf der 
kupferkatalysieten1,3-Dipolaren Cycloaddition zwischen Alkinen mit Aziden beruht. 
Dafür wurden Oligomere am 3´- oder 5´-Ende mit einem 2´-O-Propargyluridin 
synthetisiert und an die azidmodifizierte Oberfläche von Upconversion Nano- 
partikeln verknüpft. Die erfolgreiche Konjugation konnte durch IR-Spektroskopie, 
Hybridisierungsversuche und Anfärbung mit Ethidiumbromid nachgewiesen werden. 
Die Aufreinigung der Nanopartikel-Konjugate und die Abtrennung überschüssiger 
Oligomere erfolgt durch eine Temperaturoptimierte Gelpermeationschromatographie 
(GPC). Die herausragende Eigenschaft von Upconversion Materialien ist deren 
Emission im Sichtbaren, bei Anregung im Infraroten Spektralbereich. Diese 
Eigenschaft macht Upconversion-Nanopartikel interessant für bioanalytische 
Anwendungen was auch für die DNA-funktionalisierten Partikel  überprüft wurde. 
Dabei konnte gezeigt werden dass sowohl unmodifizierte als auch DNA-modifizierte 
Upconversion-Nanopartikel in der Lage sind Zellmembranen zu überwinden und 
dabei deutliche Fluoreszenzsignale liefern. DNA verleiht den Nanopartikeln eine 
sequenzspezifische Erkennbarkeit. Diese Möglichkeit der molekularen Erkennung 
wurde durch DNA-gesteuerte Aggregation komplementärer Nanopartikel nach-
gewiesen. Besonders eindrucksvoll ist die Aggregation zu flockigen Niederschlägen 
bei Zugabe einer Ziel-DNA zu nicht komplementären Nanopartikeln. In Cytotoxizitäts-
Assays stellte sich schließlich heraus, das die in dieser Arbeit verwendeten DNA-
modifizierten Upconversion-Nanopartikel toxischer sind als unmodifizierte. Als 
Hauptgrund werden verschleppte Kupferionen der Klick-Reaktion diskutiert. Dieses 
Ergebnis liefert wichtige Erkenntnisse für den stetig wachsenden Einsatz der Klick-
Konjugation in bioanalytischen Systemen. Bei zukünftigen Anwendungen dieser 
Reaktion muss dieses Problem berücksichtigt werden und gegebenenfalls auf 
etablierte Methoden oder Kupfer freie Klick-Reaktionen, z. B. über Cyclooctine 
zurückgegriffen werden. Prinzipiell konnte jedoch gezeigt werden, dass 
Upconversion-Nanopartikel durch die Kombination mit DNA zusätzliche Funktionen 
erhalten und dadurch ihr Anwendungsspektrum erweitern können. 
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10 Materialien und Methoden 
 
10.1 Materialien, Geräte und allgemeine Methoden 
 
Reagenzien 
Die bei der Synthese verwendeten Reagenzien und Chemikalien wurden von den 
Firmen ABCR, Alpha Aeser, Fluka, Merck und Sigma Aldrich bezogen. Die dabei 
verwendete Qualitätsstufe war mindestens „zur Synthese“. 
 
DNA-Festphasensynthese 
Die Synthese der Oligonukleotide erfolgte an einem Expedite 8909 Nucleic Acid 
Synthesizer System von Applied Biosystems. Als feste Phase diente CPG 
(Controlled Pore Glass) mit einer Belegung von 1 µmol (500 Å). Phosphoramidite, 
Synthesizer Chemikalien und CPG-Säulen stammten von ABI, Glen Research und 




Unmodifizierte Gegenstränge sowie die 5´-Cy3-markierte DNA wurden von Metabion 
international in HPLC gereinigtem Zustand bezogen. Die Konzentrationsbestimmung 
erfolgte über UV/Vis-Absorption bei λ = 260 nm.  
 
Lösungsmittel 
Technische Lösungsmittel wurden vor Gebrauch destilliert, trockene Lösungsmittel 
wurden von Acros, Alfa Aeser, Fluka und Sigma Aldrich bezogen und unter Argon- 
oder Stickstoff-Atmosphäre aufbewahrt. Für die HPLC wurden hochreine (HPLC 
Grade) organische Lösungsmittel (LiChrosolv, Merck, Fluka) sowie entionisiertes und 









Wässrige Lösungen wurden an einer Christ Alpha 1-2 LD Plus Lyophilisierungs-
anlage nach ausfrieren in flüssigem Stickstoff getrocknet. 
 
Reaktionsführung 
Wenn nötig, wurden Reaktionen zum Luft- und Feuchtigkeitsausschluss unter 
Stickstoff- (Trocknung über BTS-Katalysator und Silicagel) oder Argon-Atmosphäre 




Verwendet wurden fertige Aluminium DC-Platten der Firma Merck mit einer 
Beschichtung aus Kieselgel 60 F254 und einer Schichtdicke von 0,25 mm. Die 
Auswertung erfolgte über die sichtbare Fluoreszenzlöschung bei λ = 254 nm bzw. 
über Fluoreszenz, angeregt bei λ = 366 nm. Als Anfärbe Reagenzien wurden 
entweder eine schwefelsaure Methanol Lösung (3 Vol.-% H2SO4) oder ein Ninhydrin-
Sprüh-reagenz der Firma Merck (2 Vol.-% in DMSO) verwendet. 
 
Flash-Säulenchromatographie (FC) 
Als stationäre Phase wurde Kieselgel 60 der Firma Merck verwendet (Korngröße 40 
– 63 µm). Es wurde ausschließlich nass gepackt und nach dem Verfahren von W. C. 
Still[346] bei ca. 0,4 bar Überdruck chromatographiert. Die zu reinigende Substanz 
wurde entweder im Laufmittel gelöst oder auf Kieselgel adsorbiert aufgetragen. Es 
wurden ausschließlich Glassäulen mit einer Fritte (Porengröße 3) verwendet. 
 
Gelpermeationschromatographie (GPC) / Größenausschlusschromatographie 
(SEC) 
 Für die Entsalzung nach Klickreaktionen wurden fertige illustra NAP™-5-
Säulen (Sephadex™ G-25 DNA Grade) von GE-Healthcare verwendet. Es 
wurde mit 5 mM Ammoniumacetatpuffer äquilibriert und chromatographiert. 
Bei DNA liegt das Größenausschlusslimit von G-25 Gelen bei 10 Basen.  
 Für die Trennung von freier DNA und Upconversion Nanopartikeln wurde ein 
illustra™Sephadex™ G-50 (Fine DNA Grade) SEC-Gel von GE-Healthcare 
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verwendet. Es wurden jeweils 300 mg des Pulvers in leere und gereinigte 
NAP-5-Säulen (s.o.) eingewogen und mit 5 mM Ammoniumacetet-Puffer über 
eine Stunde bei 60 °C gequollen. Die Säulen wurden mit den vorher 
ausgebauten oberen Fritten wieder verschlossen, ohne jedoch das Gel zu 
komprimieren. Äquilibriert und Chromatographiert wurde ebenfalls mit 5 mM 
Ammoniumacetatpuffer (pH = 6,5). Das Größenausschlusslimit für G-50 Gele 
liegt bei 20 Basen oder 25 kDa. Bei größeren Mengen an zu trennender 
Substanz (> 1,5 mg NP bzw. 500 nmol DNA) müssen größerer (längere) 
Säulen verwendet werden.  
Wichtig: Die Gele dürfen nie komprimiert werden, dies würde zum Verlust der 




Hochleistungsflüssigkeitschromatographie (HPLC) von DNA wurde an einem 
modularen HPLC-System von Shimadzu durchgeführt (Autosampler SIL-10AD, 
Pumpenmodul LC-10AT, Steuereinheit SCL-10A, Multidiodenarray SPD-M10A, 
Fluoreszenzdetektor RF-10A XL). Detektion, Steuerung und Auswertung erfolgte mit 
der Software Class VP. Für die analytische Chromatographie wurde eine Reversed 
Phase Supelcosil™ LC-318-Säule (250 x 4,6 mm, 3 µm) verwendet. Semipräparative 
Trennungen erfolgten über eine Reversed Phase Supelcosil™ LC-318-Säule (250 x 
10 mm, 5 μm). Die Flussrate bei analytischen Methoden betrug 1 mL/min und 
2,5 mL/min bei semipräparativen Methoden. Die entsprechende Säule wurde mit 
50 mM Ammoniumacetat-Puffer (pH = 6,5, Laufmittel A) äquilibriert und anschließend 
mit verschiedenen Acetonitril-Gradienten (Laufmittel B) eluiert. Die Detektion erfolgte 
über die DNA typische UV/Vis-Absorption bei λ = 260 und 290 nm. Bei DNA-
Strängen mit eingebauten Farbstoffen wurde zusätzlich deren charakteristische 
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Tabelle 17: Übersicht der verwendeten HPLC-Methoden. 
DNA/Modifikation Gradient Detektionswellenlängen 
un- bzw. kU-modifiziert 
(bis 17 Basen)  
0 – 15 % B, in 45 min,  
dann 5 min 15 % B isokrat. 
260 nm, 290 nm 
un- bzw. kU-modifiziert 
(> 17 Basen) 
0 – 20 % B in 45 min,  
dann 5 min 20 % B isokrat. 
260 nm, 290 nm 
CyIQ (Monomer) 
0 – 20 % Bin 45 min,  
dann 5 min 20 % B isokrat. 
260 nm, 290 nm, 495 nm 
CyIQ (Dimer) 
0 – 20 % B in 45 min,  
dann 5 min 20 % B isokrat. 
260 nm, 290 nm, 495 nm 
CyIQ, TR (Dimer) 
0 – 20 % B in 45 min,  
dann 5 min 20 % B isokrat. 




Kernresonanzspektren wurden an einem Bruker Avance 300, Avance 400 oder 
Avance 600-Kryo durch die Abteilung für NMR-Spektroskopie der Zentralen Analytik 
an der Universität Regensburg gemessen. Die jeweiligen Analysen wurden in 
üblichen NMR-Probenröhrchen (Ø = 5 mm) gemessen. Es wurden typischerweise 
10 mg Substanz in 0,7 mL deuteriertem Lösungsmittel gelöst. Chemische 
Verschiebungen δ werden in ppm angegeben und beziehen sich auf Trimethylsilan 
(TMS) als Nullpunkt. Für unvollständig deuterierte Lösungsmittel dienen folgende 
Referenzwerte[347] bezüglich ihrer chemischen Verschiebung: 
 
 CDCl3: 1H-NMR: δ = 7,26 ppm 13C-NMR: δ = 77,16 ppm 
 CD3CN: 1H-NMR: δ = 1,94 ppm 13C-NMR: δ = 118,26 ppm 
 DMSO-d6: 1H-NMR: δ = 2,50 ppm 13C-NMR: δ = 39,52 ppm 
 CD3OD: 1H-NMR: δ = 3,31 ppm 13C-NMR: δ = 49,00 ppm 
 
Kopplungskonstanten J werden in Hz angegeben. Die Multiplizität der 1H-Signale 
wird wie folgt abgekürzt: s (Singulett), d (Dublett), t (Triplett), q (Quartett), dd (Dublett 
von Dublett) und  m (Multiplett). 
 
 




ESI-, CI- und EI- Massenspektren wurden in der Betriebseinheit Zentrale Analytik, 
Abteilung Massenspektroskopie der Universität Regensburg gemessen. Die 
relevanten Spektrometer werden nachfolgend zusammengefasst. 
 
 ESI-MS: ThermoQuest Finnigan TSQ 7000 
 CI-MS: Finnigan MAT SSQ 710 A 
 EI-MS: Finnigan MAT SSQ 710 A, Finnigan MAT 95 
 
MALDI-TOF-Massenspektren wurden am Karlsruher Institut für Technologie an 
einem BIFLEX-IV Spektrometer von Bruker Daltonics im linearen negativen Modus 
gemessen. Als Matrix wurde eine Mischung von 2,4,6-Trihydroxyacetophenon 
(THAP, 0,3 M in Ethanol) und Diammoniumcitrat (0,1 M in Wasser) im 
Volumenverhältnis 2:1 verwendet. Die Angabe der Peaks erfolgt bei allen MS-
Analysen in m/z mit Angabe der Intensität in % des Basispeaks. 
 
Circulardichroismus  
Die CD-Spektroskopie erfolgte an einem Jasco J-715 Spektropolarimeter mit PTC-
150J Thermostat. Die Spektren wurden gegen das Lösungsmittel 
basislinienkorrigiert. Es wurden folgende Geräteeinstellungen verwendet: Data pitch: 
0,5 nm, Scanning Mode: continous, Scanning Speed: 200 nm/min, Response: 0,5 s, 
Band Width: 1 nm, Accumulation: 5. 
 
DR-FTIR-Spektroskopie 
Diffuse-Reflexions-Infrarot-Fourier-Transformations-Spektroskopie (DRIFTS) wurde 
an einem Jasco FT/IR-6100 Infrarotspektrometer mit EasiDiff Zusatzbauteil von Pike 
Technolgies gemessen. Die Probe wurde hierfür lyophilisiert, verrieben und im 
pulverartigen Zustand vermessen.  
 
Dynamische Lichtstreuung (DLS) 
Dynamische Lichtstreuung wurde in 5 mM Ammoniumacetatpuffer an einem 
Zetasizer 300 von Malmern Instruments in monomodalem Modus bei λ = 633 nm 
gemessen. Die Viskosität wurde mit 0,89 (Wasser) angegeben. 
 




Die CV-Messung mit CyIQ erfolgte in einer „Drei-Elektroden-Anordnung“ (Arbeits-, 
Referenz-, und Gegenelektrode aus Platin). Die Messung erfolgte unter Argon-
Atmosphäre in trockenem DMF mit Tetrabutylammoniumhexafluorophosphat als 
Leitsalz und Ferrocen als interner Standard. Die gemessenen Potentiale wurden mit 
0,63 V summiert woraus sich die Vergleichswerte gegen die 
Normalwasserstoffelektrode (NHE) ergaben[216]. 
 
Transmissionselektronenmikroskopie (TEM) 
TEM-Bilder wurden bis November 2011 im zentralen Labor für Elektronen-
mikroskopie des Universitätsklinikums Regensburg an einem Leo 912AB (120 keV) 
von ZEISS angefertigt (Abb. 82, Abb. 83, Abb. 91 a und b). Ab November 2011 
wurden TEM-Bilder im Laboratorium für Elektronenmikroskopie am Karlsruher Institut 
für Technologie an einem Zeiss 912 Omega (120 keV) angefertigt (Abb. 81, Abb. 91 
c und d). Die TEM-Bilder der Zellschnitte (Abb. 78 in Kapitel 5.2) entstanden im 




 Die fluoreszenzmikroskopischen Zell Bilder der Upconversion-Nanopartikel, 
mit und ohne DNA, wurden mit konfokaler Laser-Raster-Mikroskopie am DFG-
Forschungszentrum für Experimentelle Biomedizin in Würzburg an einem TCS 
SP5  von Leica durchgeführt. Weitere Bauteile sind ein integriertes DMI 6000 
Mikroskop von Leica mit einem HCX PL APO lambda blue 63x/1,4 Öl UV 
Objektiv ebenfalls von Leica. Der Photo-Detektor wurde auf folgende 
Messbereiche eingestellt: λ = 540 – 560 nm für die grün emittierenden UCNPs 
und λ = 630 – 660 nm für die rot emittierenden UCNPs. Die Anregung erfolgte 
bei λ = 980 nm mit einem Femtosekunden Pulslaser (Ti:Sapphire) von Maitai 
HP bei einer Leistung von 25 - 50 mW. 
 Die fluoreszenzmikroskopischen Zell Bilder in Kapitel 5.2 entstanden im 
Arbeitskreis von Prof. Witzgall am Institut für Anatomie der Universität 
Regensburg an einem LSM 710 von Zeiss bei einer Anregungswellenlänge 
von λexc = 480 nm und einem GFP-Filter. 
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10.2  Optische Spektroskopie 
Bei allen spektroskopischen Messungen wurden Quarzglas-Küvetten der Firma 
Starna (d = 1 cm) mit einem Füllvolumen von 1 mL verwendet. Wenn nicht anders 
angegeben, wurden die Messungen bei 20 °C und verschlossenen Küvetten 
durchgeführt. Bei Temperaturabhängigen Messungen wurden die Probenkammern 
mit einem kontinuierlichen Stickstoffstrom gespült um ein Beschlagen der Küvetten 
zu verhindern. Alle DNA Spektren wurden gegen das jeweilige Lösungsmittel (i.d.R. 
NaPi-Puffer) basislinienkorrigiert. Soweit nicht anders angegeben setzten sich die 
Probelösungen wie folgt zusammen: 
c(DNA) = 2,5 µM 
c(NaPi) = 10 mM 
c(NaCl)) = 250 mM 
 
UV/Vis Absorptionsspektroskopie 
Die UV/Vis- Absorptionsspektren wurden mit einem Cary 100 Bio der Firma Varian 
mit Temperatureinheit (Cary 100 Temperature Controller) gemessen. Folgende 
Grundeinstellungen blieben unverändert: SBW: 2,0 nm, Average time: 0,1 s, Data 
intervall: 1,0, Light source change over: 350 nm.  
 Schmelztemperaturmessungen wurden in selbigem Gerät mit dem 
Programm „Thermal“ durchgeführt. Dabei wurde die Absorptionsänderung der DNA 
bei λ = 260 nm verfolgt. Die Messungen erfolgten aufwärts von 10 – 90 °C und 
abwärts von 90 – 10 °C. Die Heiz- bzw. Kühl Rate betrug 0,7 °C/min. Die Messdaten 
wurden in 0,5 °C Schritten erfasst. 
 
Fluoreszenzspektroskopie 
Fluoreszenzspektren wurden an einem Fluoromax-3 Fluoreszenzspektrometer der 
Firma Jobin-Yvon gemessen. Die Proben wurden mit einem Peltier-Element 
LFI-3751 thermostatisiert. Falls nicht anders angegeben wurde bei 20 °C gemessen 
und die Spektren gegen die Ramanstreuung des Lösungsmittels basislinienkorrigiert. 
Folgende Grundeinstellungen blieben unverändert: Increment: 1 nm, Integration 
Time: 0,2 s. Falls nicht anders erwähnt wurden alle CyIQ-modifizierten DNA Stränge 
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mit Spaltbreiten (Slits) von 3 nm gemessen. Die Anregung für CyIQ erfolgte 
üblicherweise bei 495 nm und die Messung ab 500 nm. 
 Temperaturabhängige Fluoreszenz wurde über ein Temperatur-Intervall-
Programm gesteuert und gemessen. Die Einstellungen ermöglichten eine Messung 
im Abstand von jeweils (5 ± 0,1) °C bei jeweils 3 min Äquilibrierungszeit. 
 
Hinweis: Die Skalierung der Fluoreszenzintensität aller Fluoreszenzspektren ist in 
der Größenordnung „Millionen“ angegeben (z.B. Fluoreszenzintensität 3 ≡ 3 Mio.). 
Durch Veränderungen am Fluoreszenzspektrometer (Lampenwechsel) unter-
scheiden sich die Intensitäten. Ein direkter Vergleich von Fluoreszenzspektren 
zwischen unterschiedlichen Kapiteln dieser Arbeit ist daher nur begrenzt möglich. 
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10.3  Synthesevorschriften 
 





Es wurden 10 g Natriumiodid (66,7 mmol) in 70 mL Aceton gelöst und 2,65 mL (31,7 
mmol) 3-Chloro-1-propanol langsam zu getropft. Die Reaktionsmischung wurde 24 h 
bei 60 °C gerührt. Nach Entfernen des Lösungsmittels wurde der Rückstand in 60 mL 
Wasser gelöst und drei Mal mit 120 mL Diethylether extrahiert. Die organische Phase 
wurde anschließend über Natriumsulfat getrocknet und das Lösungsmittel entfernt. 
Es ergaben sich 10 g (53,8 mmol, 85 % d. Th.) Produkt als gelbbraune Lösung. 
 
nD20 = 1,556  
1H-NMR (300 MHz, CDCl3), δ (ppm) = 3.65 (t, 2H, J = 5.9 Hz), 3.23 (t, 2H, J = 
6.7 Hz), 2.62 (s, breit, OH), 1.97 (m, 2H).  
 




Unter Argon-Atmosphäre wurden 10,3 g 2-Methylchinolin (72 mmol) und 3,5 mL 1 
(36 mmol) in 40 mL 1,4-Dioxan gelöst und über 90 h unter Rückfluss erhitzt. Nach 
Abkühlen auf RT wurden 40 mL Diethylether zugegeben und die Fällung des 
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Rohprodukts über Nacht im Kühlschrank vervollständigt. Der Niederschlag wurde 
abgesaugt, drei Mal mit Diethylether und anschließend mit kaltem Aceton oder 
Dichlormethan gewaschen. Nach Trocknen unter Hochvakuum wurden 4,31 g 
(13,1 mmol; 36 % d. Th.) Produkt als hellgrauer Feststoff erhalten. 
Hinweis: Es sollte immer frisch hergestelltes 3-Iodo-1-propanol verwendet werden. 
 
1H-NMR (300MHz; DMSO-d6): δ (ppm) = 9.11 (d, J = 8.6 Hz, 1H), 8.60 (d, J = 9.0Hz, 
1H), 8.42 (d, J = 8.1 Hz, 1H), 8.27-8.21 (m, 1H), 8.13 (d, J = 8.6 Hz, 1H), 8.0 (t, J = 
7.6 Hz, 1H), 5.0 (t, J = 7.9 Hz, 3H), 3.64 (t, J = 5.4 Hz, 2H), 3.13 (s, breit, 1H), 2.09 
(m, 2H). 
13C-NMR (75 MHz; DMSO-d6): δ(ppm) = 22.5, 31.1, 49.3, 57.5, 118.8, 125.5, 128.2, 
129.0, 130.6, 135.2, 138.3, 145.6, 160.8. 
MS (ESI) m/z (%): Berechnet für C13H16NO+: 202,1, gefunden: 201,8 (100) [M]+. 
 
 




Unter Argon-Atmosphäre wurden 9,93 g 2 (30,2 mmol) in Ethanol gelöst und für 
10 min unter Rückfluss erhitzt. Anschließend wurden 6,6 mL (66,4 mmol) Piperidin 
zu getropft. Nach 20 min Erhitzen unter Rückfluss (Farbumschlag nach purpur-rot) 
wurden 13,14 g (90,5 mmol) 1H-Indol-3-carbaldehyd in Ethanol gelöst zur 
Rektionsmischung zugegeben. Die Lösung wird über Nacht weiter unter Rückfluss 
erhitzt. Nach Abkühlung auf RT wird das Rohprodukt mit Diethylether gefällt. Nach 
dreimaligem waschen mit Diethylether und Trocknen unter Hochvakuum erhält man 
das Produkt als dunkel roten Feststoff (12,02 g, 26,33mmol, 87 % d. Th.). 
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1H-NMR (300 MHz; DMSO-d6), δ (ppm) = 12.33 (s, 1H), 8.83 (d, J = 9.2 Hz, 1H), 
8.70 (d, J = 15.3 Hz, 1H), 8.62 (d, J = 9.3 Hz, 1H), 8.48 (d, J = 9.0 Hz, 1H), 8.30-8.24 
(m, 3H), 8.12-8.06 (m, 1H), 7.84 (t, J = 7.5 Hz, 1H), 7.62-7.55 (m, 2H), 7.35-7.26 (m, 
2H), 5.27 (t, J = 4.5 Hz, 1H), 5.03 (t, J = 7.4, 8.0 Hz, 2H), 3.78-3.73 (m, 2H), 2.17-
2.16 (m, 2H). 
13C NMR (75 MHz, DMSO-d6), δ (ppm) = 155.9, 143.6, 141.8, 138.3, 137.6, 135.2, 
134.2, 130.0 127.8, 126.8, 124.8, 123.4, 122.0, 120.5, 119.7, 118.3, 114.6, 112.8, 
110.3, 57.4, 47.5, 31.1. 
MS (ESI) m/z (%): Berechnet für C22H21N2O+: 329,17, gefunden: 329,0 (100) [M]+. 
HR-MS (FAB) m/z: Berechnet für C22H21N2O+ : 329,17, gefunden: 329,17[M]+. 
 
 




Unter Argon-Atmosphäre wurden 660 mg (1,45 mmol) 3 zusammen mit 496 mg 
(1,89 mmol) Triphenylphosphin in wasserfreiem Acetonitril gelöst. Anschließend 
wurden 372 µL (1,89 mmol) Diisopropylazodicarboxylat (DIAD) tropfenweise 
zugegeben (Farbumschlag nach Violett). Danach wurden 407 µL (1,89 mmol) 
Diphenylphosphorylazid über 15 min zu getropft. Die Reaktionsmischung wurde 24 h 
bei RT gerührt und weitere 24 h bei 50 °C. Das Rohprodukt wurde anschließend mit 
Diethylether gefällt wobei die Fällung im Eis Bad vervollständigt wurde. Die 
Aufreinigung erfolgte über Flash-Säulenchromatographie (SiO2, CH2Cl2/MeOH, 10:1) 
und semipräparativer HPLC (Gradient aus MeCN in Wasser, 40-80 % in 25 min, RP-
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DC (CH2Cl2/MeOH, 10:1) Rf = 0,25.  
IR (DRIFT): ~ (cm–1) = 3347 (m), 1593 (m), 1569 (m), 1510 (m), 1347 (w), 1316 (w), 
1048 (m). 
1H-NMR (300MHz; DMSO-d6): δ (ppm) = 2.06 - 2.23 (m, 2H), 3.69 - 3.81 (m, 2H), 
4.93 - 5.08 (m, 2H), 5.20 – 5.32 (m, 1H), 7.23-7.34 (m, 2H), 7.50-7,63 (m, 2H), 7.83 
(t, J = 7.5 Hz, 1H), 8.00-8.12 (m, 1H), 8.19 - 8.33 (m, 3H), 8.46 (d, J = 9.0 Hz, 1H), 
8.60 (d, J = 9.3 Hz, 1H), 8.69 (d, J = 15.3 Hz, 1H), 8.80 (d, J = 9.2 Hz, 1H), 12.32 (s, 
1H). 
13C-NMR (75 MHz. DMSO-d6): δ (ppm) = 31.1, 47.6, 57.5, 110.3, 112.8, 114.7, 
118.4, 119.8, 120.6, 123.5, 124.9, 126.8, 127.9, 130.0, 134.2, 135.2, 137.6, 138.3, 
141.8, 143.6, 156.0. 
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10.3.2 Darstellung des 2´-Propargyl modifizierten Uridins 
Die Synthese des Alkin-modifizierten Uridins (kU, klick-Uridin) wurde bis auf wenige 
Änderungen nach Literaturangaben synthetisiert.[45, 184, 189] Da der Baustein für diese 
Arbeit eine zentrale Rolle spielt, wird die Synthese an dieser Stelle vollständig 
aufgeführt. Soweit die Analysendaten denen der Literatur entsprechen werden sie 






Unter Argon-Atmosphäre wurden 4,0 g (16,4 mmol) Uridin in 100 mL abs. Pyridin  
gelöst und anschließend mit 5,6 mL (18,0 mmol) 1,3-Dichloro-1,1,3,3-
tetraisopropyldisiloxan versetzt und 6 h lang bei RT gerührt. Nach Zugabe von 20 mL 
H2O wurde die Reaktionslösung mit gesättigter NaHCO3-Lösung neutralisiert. Das 
Lösungsmittel wurde entfernt und der Rückstand in 100 mL Ethylacetat gelöst und 
dreimal mit 100 mL H2O extrahiert. Die organische Phase wurde über MgSO4 
getrocknet, filtriert und bis zur Trockene eingeengt. Das Rohprodukt wurde mittels 
Flash-Säulenchromatographie gereinigt (SiO2; DCM/Aceton  4:1). Ausbeute: 6,18 g 
(12,97 mmol, 78 % d. Th.) farbloser schaumiger Feststoff 
 
DC (DCM/Aceton, 4:1) Rf = 0,23. 
 
Die spektroskopischen Daten stimmen mit der Literatur[184] überein.  
 
 







6,18 g (12,97 mmol) 5 in 250 mL DCM wurden mit 500 mL 0,2 M Na2CO3-Lösung 
und 1,03 g (2,9 mmol) TBAHS versetzt. Anschließend wurden unter Rühren 18,6 mL 
(123 mmol). Pivaloylmethylchlorid zugegeben und 72 h bei Raumtemperatur gerührt. 
Die organische Phase wurde zweimal mit 100 mL 5-%iger NaHCO3-Lösung 
gewaschen und über Na2SO4 getrocknet. Das Lösungsmittel wurde entfernt und das 
Rohprodukt im Hochvakuum getrocknet. Nach Reinigung durch Flash-
Säulenchromatographie (SiO2; DCM/MeOH 30:1) wurden 6,44 g (10,79 mmol; 85 % 
d. Th.) Produkt als farbloser, schaumiger Feststoff erhalten. 
 
DC (DCM/MeOH, 30:1) Rf = 0,5. 
 



















6,44 g (10,79 mmol) 6 wurden in abs. Acetonitril gelöst und im Eis Bad gekühlt. Es 
wurden nacheinander 5 mL (19,65 mmol) Phosphazen-Base P1-t-Bu und 1,69 mL 
(16,1 mmol) Propargylbromid zugegeben. Diese Lösung wurde 15 min bei 0 °C und 
90 min bei Raumtemperatur gerührt. Nach Eindampfen des Lösungsmittels wurde 
der Rückstand in 50 mL Ethylacetat gelöst und je einmal mit 50 mL 0,5 M 
Phosphatpuffer und 50 mL gesättigter NaCl-Lösung extrahiert. Die organischen 
Phasen wurden vereinigt und über Na2SO4 getrocknet. Das Lösungsmittel wurde 
eingedampft und das Rohprodukt im Hochvakuum getrocknet. Die Reinigung erfolgte 
über Flash-Säulenchromatographie (SiO2; DCM/Aceton 25:1). Es wurden 2,69 g 
(4,21 mmol, 39 % d. Th.) farbloses, schaumiges Produkt erhalten.  
 
DC (DCM/Aceton, 25:1) Rf = 0,7. 
 















2,64 g (4,13 mmol) 7 wurden in 40 mL THF gelöst und mit 3,37 mL (20,7 mmol) 
Et3N*HF versetzt. Die Reaktionsmischung wurde über Nacht bei Raumtemperatur 
gerührt und anschließend das Lösungsmittel eingedampft. Der Rückstand wurde in 
5 mL MeOH gelöst und mit 1 M NaOH neutralisiert. Nach erneutem Eindampfen des 
Lösungsmittels erfolgte die Reinigung des Rohproduktes über Flash-Säulen-
chromatographie (SiO2; DCM/Aceton, 1,5:1). Es wurden 643 mg (1,6 mmol; 40 % d. 
Th.) farbloser, schaumiger Feststoff erhalten. 
 
DC (DCM/Aceton, 25:1) Rf = 0,7. 
 
































Unter Argon-Atmosphäre wurden 643 mg (1,6 mmol) 8 in 15 mL Pyridin gelöst, 
886 mg (2,5 mmol) 4,4´-Dimethoxytritylchlorid zugegeben und über Nacht bei 
Raumtemperatur gerührt. Durch Zugabe von wenigen Tropfen MeOH  wurde die 
Reaktion abgebrochen und anschließend das Lösungsmittel entfernt. Der Rückstand 
wurde in 50 mL Ethylacetat aufgenommen und mit 1 M Na2CO3-Lösung extrahiert. 
Die organische Phase wurde über MgSO4 getrocknet, filtriert und eingedampft. Das 
Rohprodukt wurde über Flash-Säulenchromatographie gereinigt (SiO2; 
Hexan/Ethylacetat 2:1 mit 2 % Et3N). Es wurden 939 mg (1,34 mmol, 84 % d. Th.) 
Produkt als farbloser, schaumiger Feststoff erhalten. 
 
DC (Hexan/Ethylacetat 2:1mit 2 % Et3N) Rf = 0,13. 
 


















Unter Argon-Atmosphäre wurden 300 mg (0,43 mmol) 9 in 10 mL abs. DCM gelöst. 
Nach Zugabe von 0,18 mL DIPEA und 0,114 mL (0,5 mmol) 2-Cyanoethoxy-
diisopropylaminochloro-phosphin wurde die Reaktionsmischung 3 h lang bei RT 
gerührt. Abschließend wurden nochmals 0,06 mL (0,17 mmol) Phosphoramidit-Cl 
zugegeben. Nach weiteren 5 min Rühren wurde die Reaktion mit wenigen Tropfen 
MeOH abgebrochen und das Lösungsmittel entfernt. Anschließend wurde das 
Rohprodukt über Flash-Säulenchromatographie gereinigt (SiO2; Hexan/Ethylacetat 
1.5:1; 3 % Et3N) und das Produkt über Nacht lyophilisiert. Es wurden 352 mg 
(0,39 mmol, 91 % d. Th.) farbloser, schaumiger Feststoff erhalten. 
 
 DC (Hexan/Ethylacetat 1,5:1mit 3 %Et3N) Rf = 0,5. 
 
31P  NMR (121 MHz, CD3CN), δ (ppm) = 151.49, 151.03. 
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10.4  DNA-Synthese 
 
10.4.1 Synthese modifizierter Oligonukleotide 
 
Allgemein 
Alle artifiziellen Oligonukleotide wurden vollautomatisch an einem Expedite 8909 
Nucleic Acid Synthesizer nach der Phosphoramidit-Methode an fester Phase 
durchgeführt. Für interne- und 5´-DNA-Modifikationen wurden Standart-CPG-Säulen 
verwendet. Für den Einbau des 2´-O-Propargyl-Uridins am 3´-Ende der DNA, wurden 
CPG-Säulen von ChemGenes verwendet, bei denen der Sonderbaustein bereits als 
erste Base auf dem CPG immobilisiert war oder über Universal Support. Bis 
November 2010 wurde der 2´-O-Propargyl-Uridin Baustein selbst synthetisiert (s. 
10.3.2).  Das fertige Phosphoramidit wurde dabei als 0,1 M Lösung (Acetonitril, 
amidite diluent von Applied Biosystems) bei der DNA Synthese eingesetzt. Ab 
November 2010 konnte der Baustein über ChemGenes bezogen werden und wurde 
in derselben Konzentration eingesetzt. Ein Unterschied in der Kupplungseffizienz 
konnte nie beobachtet werden. Die Kupplungseffizienz wurde dabei über das 




Im Kupplungsprotokoll werden die Einzelschritte des Synthesezyklus bei der 
automatisierten DNA-Festphasensynthese programmiert. Jeder Zyklus besteht aus 
einer veränderlichen Anzahl an Pulsen, wobei je Puls 16 μL des jeweiligen 
Reagenzes aus den Vorratsflaschen gefördert werden. Zusätzlich lässt sich die Zeit 
für jeden Schritt programmieren. Eine Zeitdauer von 0 bedeutet einen 
schnellstmöglichen Durchlauf des Einzelschrittes ohne zusätzliche Reaktionszeit. 
Tabelle 18 zeigt das Kupplungsprotokoll, welches für den Einbau des 2´-O-
Propargyl-Uridins verwendet wurde. Es entspricht dem Kupplungsprotokoll für den 
Standarteinbau von T. Erläuterungen zu den in Tabelle 18 verwendeten 
Abkürzungen:  
 
Materialien und Methoden 
 
158 
Dblk:   3 % Dichloressigsäure in Dichlormethan 
Wsh:   Acetonitril 
Act:   0,45 M Tetrazol in Acetonitril 
Caps:  Acetanhydrid in THF/ Pyridin (Cap A) und N-Methylimidazol in THF/ 
  Pyridin (Cap B) 
Ox:   Iod in Wasser/ THF/ Pyridin 
 
Tabelle 18: Kupplungsprotokoll für den Einbau des 2´-O-Propargyl-Uridins und T.  
 
Codierung Funktion Modus Menge Zeit  
 
$Deblocking 
144 Index Fract. Coll. NA 1 0 
0 Default WAIT 0 1.5 
141 Trityl Mon. On/Off NA 1 1 
16 Dblk PULSE 10 0 
16 Dblk PULSE 50 49 
38 Diverted Wsh A PULSE 40 0 
141 Trityl Mon. On/Off NA 0 1 
38 Diverted Wsh A PULSE 40 0 
144 Index Fract. Coll. NA 2 0 
$Coupling 
1 Wsh PULSE 5 0 
2 Act PULSE 5 0 
21 6 bzw. T + Act PULSE 6 0 
21 6 bzw. T + Act PULSE 1 8 
2 Act PULSE 4 32 
1 Wsh PULSE 7 56 
1 Wsh PULSE 8 0 
$Capping 
12 Wsh A PULSE 20 0 
13 Caps PULSE 8 0 
12 Wsh A PULSE 6 15 
12 Wsh A PULSE 14 0 
$Oxidizing 
15 Ox PULSE 15 0 
12 Wsh A PULSE 15 0 
$Capping 
13 Caps PULSE 7 0 
12 Wsh A PULSE 30 0 
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Eine Ausnahme stellen die Intrastrangdimere mit Thiazolrot (TR) und CyIQ dar. Hier 
wurde TR bereits während der Synthese als Phosphoramidit in das Oligonukleotid 
eingebaut. Darauf folgte der Einbau des 2´-O-Propargyl-Uridins. CyIQ wurde erst 
nach Abspaltung und Aufarbeitung der vor-modifizierten DNA verknüpft. Für den 
Einbau von TR wurde das Protokoll auf 30 Pulse und einer Kupplungszeit von 90 min 
geändert. Thiazolrot war als Phosphoramidit in der Arbeitsgruppe bereits vorhanden 
und wurde von Carolin Holzhauser zur Verfügung gestellt.[266] 
  
10.4.2 Aufarbeitung und Charakterisierung der Oligonukleotide 
  
Nach Abschluss der DNA-Synthese wurden die CPG-Säulen im Hochvakuum 
getrocknet und anschließend geöffnet. Das CPG wurde in Eppendorf-
Reaktionsgefäße überführt. Zur Abspaltung der Oligonukleotide vom Trägermaterial, 
sowie zur Entfernung der Schutzgruppen wurde das CPG mit 700 μL konzentrierter 
Ammoniumhydroxid-Lösung (>25%, trace select, Fluka) versetzt und über 12 h bei 
55 °C erhitzt. Nach Abkühlen auf Raumtemperatur wurde das CPG über Zentrifugen 
Filter abgetrennt und zweimal mit 300 μL H2O gewaschen. Den vereinigten Filtraten 
wurde in einem Vakuumkonzentrator Alpha RVC der Firma Christ der Ammoniak 
entzogen (30 min, 35 °C, 100 mbar). Danach wurden die Proben in flüssigem 
Stickstoff ausgefroren, lyophilisiert und in 300 µL Wasser gelöst. 
 
 kU-modifizierte DNA für die Klick-Konjugation an Upconversion Nanopartikel 
wurde im Anschluss über HPLC gereinigt. Dafür wurden die unter 10.1 
beschriebenen Methoden verwendet.  
 kU-modifizierte DNA für die CyIQ-Konjugation wurde nicht vorgereinigt 
sondern direkt für die Klick-Reaktion eingesetzt. Die Reinigung erfolgte hierbei 
erst im Anschluss an die Klick-Reaktion, ebenfalls mit den unter 10.1 
beschriebenen Methoden. 
 
Charakterisierung und Konzentrationsbestimmung 
Alle gereinigten Oligonukleotide wurden massenspektrometrisch  (LC-MS ESI) 
charakterisiert (s. 10.9).  
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Die Konzentrationen der DNA-Stammlösungen wurden über das Lambert-Beer´sche 
Gesetz mit Hilfe der Absorption bei λ = 260 nm bestimmt. Dazu wurden in der Regel 
2 μL der Stammlösung mit 998 μL H2O verdünnt und gemessen. Der Extinktions-
koeffizient ε260 eines unmodifizierten DNA-Oligonukleotids (in Wasser) errechnet sich 
nach folgender Formel:  
 
   ε = (nA·εA + nT·εT + nG·εG + nC·εC) · 0,9 
  mit nA-C: Anzahl der jeweiligen Nukleobasen  
 εA  15400 L mol-1 cm-1  
 εC   7300 L mol-1 cm-1  
 εG   11700 L mol-1 cm-1  
 εT   8800 L mol-1 cm-1  
 εcU 10100 L mol-1 cm-1 
 0,9 Korrekturfaktor 
 
εA-T beschreibt die molaren Extinktionskoeffizienten der einzelnen DNA-Basen bei 
λ = 260 nm.[348, 349] Der Korrekturfaktor 0,9 berücksichtigt die Hypochromizität. Der 
molare Extinktionskoeffizient von CyIQ bei λ = 260 nm wurde experimentell mit 
6100 L mol-1 cm-1 ermittelt und muß bei vergleichenden Messungen mit anderen 
Farbstoffen berücksichtigt werden. Für Messungen im gleichen System (nur CyIQ-
DNA) wurde er vernachlässigt. 
 
10.5  Upconversion Nanopartikel 
Alle in dieser Arbeit verwendeten Upconversion Nanopartikel (UCNPs) stammen aus 
dem Arbeitskreis Prof. Wolfbeis des Instituts für Analytische Chemie, Chemo- und 
Biosensorik der Universität Regensburg. Sie wurden von Daniela Achatz und Heike 
Mader nach der Co-Präzipitationsmethode hergestellt.[145, 303]  Die Partikel sind vom 
Typ NaYF4 und wurden mit Yb3+ als Sensitizer Ion, und Er3+ als emittierendes 
Aktivator Ion co-dotiert. Der Kern der Partikel wurde in einem Stöber Prozess mit 
einer Schicht aus SiO2 überzogen und gleichzeitig azidfunktionalisiert (2-Azidoethyl-
trimethyl Orthosilicat).  
 Die Nanopartikel weisen eine Größenverteilung von 60 – 90 nm auf und liegen 
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Grundsätzlich wurden die Klickreaktionen mit CyIQ und die Klickreaktionen mit 
Nanopartikeln unter den gleichen Reaktionsbedingungen durchgeführt. In beiden 
Fällen wurden Stammlösungen aus Na-Ascorbat, TBTA-Ligand, Cu(I)-Komplex und 




Abb. 99: Postsynthetische Klick-Konjugation 
von CyIQ (R) bzw. Upconversion- 
Nanopartikeln (R) unter Bildung eines   
1,4-disubstituierten 1,2,3-Triazols. 
 
Die Klick-Reaktionen unterscheiden sich jedoch in ihrer Aufarbeitung und der 
Probenvorbereitung. Für Nanopartikel wurden ausschließlich HPLC-reine 
Oligonukleotide verwendet. Für alle anderen Klickreaktionen wurde die DNA direkt 
nach dem Abspalten vom CPG verwendet. 
 
10.6.1 Klickreaktion von Oligonukleotiden mit CyIQ 
Zur DNA (lyophilisiert oder in 100 µL H2O gelöst) werden nacheinander je 25 µL 
(10 µmol) Natriumascorbat-Lösung (400 mM in H2O), 34 µL (3,4 µmol) TBTA-Lösung 
(100 mM in DMSO/tBuOH), 17 µL (1,7  µmol) Tetrakis(acetonitril)kupfer(I)-
hexafluorophosphat-Lösung (100 mM in DMSO/tBuOH 3:1) und 114 µL (1,14 µmol) 
einer Lösung des Azids (10 mM in DMSO/ tBuOH 3:1) gegeben. Es wird kurz 
aufgeschlämmt und 15 h bei RT geschüttelt. Anschließend wird das Lösungsmittel 
entfernt (Speedvac: 40 °C, 0,1 mbar, 6 h). Der Rückstand wird mit 100 µL 
(0,15 mmol) Natriumacetat-Lösung (300 mM in H2O) versetzt und für eine Stunde bei 
RT stehen gelassen. Danach wird 1 mL EtOH zugegeben, geschüttelt und über 
Nacht bei -38 °C aufbewahrt (DNA-Präzipitation). Am nächsten Tag wird für 15 min 
bei 13000 rpm zentrifugiert und der Überstand vom abpipettiert. Der Rückstand wird 
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mit 1 mL EtOH (70 Vol.-%) gewaschen, erneut abzentrifugiert (15 min, 13000 rpm) 
und der Überstand entfernt. Das DNA-Pellet wird abschließend in 500 µL Wasser 
aufgenommen und kann direkt für die SEC (Entsalzen) verwendet werden. Bei 
doppel- und dreifach-Modifikationen wurden auch jeweils die doppelten Equivalente 
(außer DNA) an Klickreagenzien und Azidfarbstoff verwendet. 
 
Entsalzen  und Reinigen 
Im Anschluss an die Klick-Reaktion müssen die DNA-Stränge von überschüssigen 
Kupfersalzen und anderen kleineren Molekülen befreit werden. Dazu führt man eine 
Größenausschlusschromatographie mit illustra NAP-5-Säulen durch. Die Säulen 
werden zunächst mit 10 mL eines 5 mM Ammoniumacetatpuffers (pH = 6,5) 
equilibriert. Anschließend wird die DNA-Lösung (max. 500 µL) aus der Klickreaktion 
auf die Säule aufgebracht. Nach vollständigem Einsickern der Lösung wird mit 1 mL 
Puffer die DNA eluiert.  
 Für die präparative HPLC wird die Probe lyophilisiert und in 300 µL Wasser 
aufgenommen. Die HPLC Trennung erfolgte mit den in Tabelle 17 beschriebenen 
Methoden. Die fertig gereinigten Stränge wurden mit LC-MS (ESI) analysiert. Eine 
typische Klick-Reaktion von CyIQ an DNA verlief mit Ausbeuten von 60 – 70 % d. Th. 
 
10.6.2 Klickreaktion von DNA mit Upconversion-Nanopartikeln 
Zur lyophilisierten DNA (200 – 250 nmol) werden nacheinander je 25 µL (10 µmol) 
Natriumascorbat-Lösung (400 mM in H2O), 34 µL (3,4 µmol) TBTA-Lösung (100 mM 
in DMSO/tBuOH), 17 µL (1,7  µmol) Tetrakis(acetonitril)kupfer(I)-hexafluorophosphat-
Lösung (100 mM in DMSO/tBuOH 3:1) und 1,5 mg Azid-Nanopartikel (z.B. 750 µL 
einer UCNP-Lösung mit 2 mg/mL Partikelgehalt; ) gegeben. Es wird kurz 
aufgeschlämmt und 15 h bei RT geschüttelt. Anschließend wird das Lösungsmittel 
entfernt (Speedvac: 40 °C, 0,1 mbar, 6 h). Der Rückstand wird mit 100 µL 
(0,15 mmol) Natriumacetat-Lösung (300 mM in H2O) versetzt und für eine Stunde bei 
RT stehen gelassen. Im Anschluss werden 400 µL Wasser zugegeben und die Probe 
im Ultraschallbad (5 min) und auf der Rüttelplatte (ca. 2h) homogen resuspendiert bis 
keine größeren Partikel mehr zu sehen sind. Die Suspension wird nun direkt für die 
SEC verwendet (s. 10.6.3). 
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 Hinweis: Es wurde stets ein Überschuss an DNA für die Klick-Reaktion 
eingesetzt um eine möglichst quantitative Umsetzung und damit dichte Oberflächen-
funktionalisierung zu erhalten. Eine Angleichung der Equivalente liefert die 
Stoffmenge an Azidosilan das für die UCNP-Funktionalisierung verwendet wurde. 
Üblicherweise gilt: 1 mg Partikel ≈ 50 nmol N3. Die besten Ergebnisse wurden erzielt 
wenn 75 nmol Azid (UCNPs) mit 200 – 250 nmol DNA eingesetzt wurden. 
 
10.6.3 Aufarbeitung und Reinigung von UCNP-DNA-Konjugaten   
Um UCNP-DNA-Konjugate zu Reinigen und von überschüssiger DNA zu trennen, 
wird eine GPC (SEC) bei 60 °C durchgeführt. Im Rahmen dieser Arbeit wurde dies in 
leergeräumten Trockenschränken durchgeführt um bei dieser Themperatur zu 
arbeiten. Puffer, Säulen, Probe usw. werden auf mind. 60 °C vorgeheizt. Als Säulen 
wurden neu befüllte NAP-5 Säulen von GE-Helathcare mit einem 
illustra™Sephadex™ G-50 (Fine DNA Grade) SEC-Gel verwendet. Zum Bau der 
Säulen s. 10.1 Materialien, Geräte und allgemeine Methoden. 
 Die Säulen werden mit 10 mL eines 5 mM Ammoniumacetatpuffers (pH = 6,5) 
equilibriert. Anschließend wird die DNA-UCNP-Suspension (500 µL) aus der 
Klickreaktion auf die Säule aufgebracht. Nach vollständigem Einsickern werden in 
500 µL-Schritten ca. 8 Fraktionen mit Puffer eluiert. Die Fraktionen, welche 
Nanopartikel enthalten, werden mit Hilfe von Dynamischer Lichtstreuung (DLS) 
ermittelt. Die Partikel finden sich üblicherweise in Fraktion 3 und 4. Die 
entsprechenden Fraktionen wurden vereint und bis zum gewünschten Volumen 
lyophilisiert (nie ganz lyophilisieren, da ein Resuspendieren nicht mehr möglich ist). 
Die Proben wurden je nach Anwendung entweder direkt verwendet oder ein 
10 mM Natriumphosphatpuffer mit 250 mM NaCl eingestellt. Die Charakterisierung 
erfolgte mittels TEM, DR-FTIR-Spektroskopie, DLS und Konzentrationsbestimmung 
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10.7  Untersuchungen von CyIQ-DNA 
 
Allgemein 
Falls nicht anders angegeben wurde bei allen Untersuchungen eine 2,5 µM DNA-
Lösung in 10 mM NaPi-Puffer (pH = 7) mit 250 mM NaCl gemessen. Die Verhältnisse 
von Strang- und Gegenstrang unterscheiden sich wie folgt: 
 
Tabelle 19: Stoffmengenverhältnisse zwischen Strang- und Gegenstrang modifizierter und 
unmodifizierter DNA. 
Strang Gegenstrang Verhältnis Strang / Gegenstrang 
einfach- oder mehrfach-
modifiziert unmodifiziert 
1 / 1,2                      





1 / 1                       
(2,5 nmol / 2,5 nmol) 
 
Fertig pipettierte Proben wurden vor allen Messungen für 10 min bei 90 °C erhitzt 
und danach langsam wieder auf RT abgekühlt. Absorptions- und 
Fluoreszenzmessungen erfolgten unter den in 10.1 beschriebenen Einstellungen. 
 
Absorptions- und Fluoreszenztitration  
Für die Absorptions- und Fluoreszenztitration wurde ein unmodifizierter DNA-
Doppelstrang (CP26 und WAC23 s. unten; Metabion) und der CyIQ-Alkylalkohol 3 
verwendet. Es wurden 500 µL einer 24 µM (CyIQ) Titrations-Stammlösung (mit 50 
mM NaPi-Puffer, pH = 7) und 610 µL einer 28 µM (CyIQ) Titrationslösung (mit 25 µM 
DNA, 50 mM NaPi-Puffer, pH = 7) hergestellt. Stammlösung und Titrationslösung 
enthalten beide den Farbstoff um keinen Verdünnungseffekt zu erhalten. Für die 
Messung wurde in 5, 10, 20, und 50 µL Schritten Stammlösung zur Titrationslösung 
direkt in die Küvette pipettiert. Es wurde nach jedem Schritt geschüttelt und nach 
zwei Minuten die Absorption und Fluoreszenz gemessen.  
 CP26:  5´- T-C-A-G-T-G-A-T-C-T-A-G-A-C-T-G-C -3´ 
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Alle DNA-Farbstoff Proben wurden in der üblichen Konzentration (2,5 µM in 10 mM 
NaPi-Puffer mit 250 mM NaCl) verwendet. Doppelsträngige Proben wurden vorher 
hybridisiert. Die Bestrahlung erfolgte mit einer 75 W Xe-Bogenlampe von LOT-Oriel 
und einem 305 nm Langpass- (cut-off) Filter. Die Lampe wurde so justiert, dass der 
Brennpunkt in die Küvette fiel. Die Proben wurden für die jeweilige Zeitdauer im 
abgedunkelten Abzug bestrahlt. Anschließend wurde unverzüglich die UV/Vis 
Absorption und Fluoreszenz gemessen. Auf eine Kühlung der Proben wurde 
verzichtet, da kein relevanter Temperaturanstieg festgestellt wurde. Die Messungen 
BODIPY- und Fluorescein markierter DNA wurden von Dr. Thomas Ehrenschwender 
durchgeführt. Cy3 wurde zum einen am 5´-Ende der DNA verknüpft (Metabion) und 
zum anderen wie in vorherigen Arbeiten direkt in die DNA eingebaut.[25] Thiazolrot 
wurde wie in Kapitel 4.4.2 gezeigt verknüpft. Die Struktur und Verknüpfung von 




Abb. 100: Strukturformeln und Verknüpfung in DNA von BODIPY und Thiazolorange, wie sie bei den Versuchen zur 
Photostabilität zum Einsatz kamen. 
 
Fluoreszenzquantenausbeute 
Die Fluoreszenzquantenausbeuten wurden über eine basische (0,1 M NaOH) 
Fluoresceinlösung als Standard bestimmt. Nach der Weber-Teale Methode hat 
Fluorescein eine Quantenausbeute von 92 %.[350] Für die Messung wurde die 
Absorption im Bereich der Maxima an das der CyIQ-DNA angeglichen und im 
geeigneten Schnittpunkt angeregt. Die Quantenausbeuten für CyIQ wurden 
anschließend wie folgt berechnet: 
 
 




ߔ௉௥௢௕௘ ൌ 	ߔௌ௧௔௡ௗ௔௥ௗ 	 ∙ 	 ܣௌ௧௔௡ௗ௔௥ௗ 	 ∙ 	݊௉௥௢௕௘
ଶ 	 ∙ 	ܨ௉௥௢௕௘
ܣ௉௥௢௕௘ 	 ∙ 	݊ௌ௧௔௡ௗ௔௥ௗ	ଶ ∙ 	ܨௌ௧௔௡ௗ௔௥ௗ	
  
mit:   ΦStandard = 0,92 (Fluorescein)[350] 
   A: Absorption bei Anregungswellenlänge 
   n  = 1,33 (H2O bei 20 °C) 
   F: integrierte Fluoreszenzintensität  
 
Am Beispiel für dsDNA1 ergibt sich: ΦdsDNA1 = 0,08 
Experimentell ermittelt: AStandart = 0,11052;  AdsDNA1 = 0,1037;  
    FStandart = 5,1 x 108 (slits2); FdsDNA1 = 3,88 x 107 (slits2) 
 
10.8  Zellkulturen und Versuche 
 
Fluoreszenzmikroskopie von UCNP-DNA Konjugaten in Zellen 
Für die Zellversuche in Zusammenhang mit der konfokalen Fluoreszenzmikroskopie 
von UCNPs und UCNP-DNA Konjugaten wurden NRK Zellen des Stammes 52 E 
(Deutsche Sammlung von Mikroorganismen und Zellkulturen, Braunschweig) in einer 
96-well Mikrotiterplatte (ibidi GmbH, Martinsried) verwendet. Dabei handelt es sich 
um epithelähnliche, adhärent wachsende Zellen. Sie bilden Monolayer mit der für 
Epithelzellen typischen Pflastersteinmorphologie aus. Die Probelösung setzte sich 
aus 0,1 mg bzw. 0,5 mg Partikeln in 300 µL Dulbecco´s Modified Eagle Medium 
(DMEM) mit 4,5 g/L D-Glucose mit 10 Vol.-% FKS, 100 µg/L Penicillin/Streptomycin 
und L-Glutamin (2 mM) zusammen. Die Osmolarität wurde über Zugabe von 10 x 
PBS eingestellt. Die Zellen wurden nach Zugabe der Nanopartikel für 24 h bei 37 °C 
und 5 % CO2 inkubiert. Anschließend wurden die Zellen zweimal mit PBS++ (PBS mit 
CaCl2 und MgCl2) gewaschen und für 10 min mit Paraformaldehyd (4 % in PBS++) 
fixiert. Die fixierten Kulturen wurden abschließend zweimal mit Puffer gewaschen. 
Die Kulturen wurden im Arbeitskreis Prof. Wegener von Judith Stolwijk am Institut für 
Analytische Chemie, Chemo- und Biosensorik der Universität Regensburg gezüchtet. 
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und je 200 µL der Alamar Blue Lösung (1:10 in PBS++ / Glucose, invitrogen™) 
zugegeben. Nach einer Inkubationszeit von ca. 15 h wurde die Fluoreszenz  der 
verschiedenen Proben mit dem Ascent Reader gemessen (λexc = 544 nm, 
λem = 590 nm).  
 
Korrelative Licht- und Elektronenmikroskopie 
Die Zellkulturen wurden am Institut für Anatomie der Universität Regensburg im 
Arbeitskreis von Prof. Witzgall von Sabrina Kracher gezüchtet und präpariert. Es 
wurde eine Linie von LLC-PK1 Zellen verwendet. Die Zellen wurden in DMEM 
Medium zunächst für 4 h ohne FCS mit einer Mischung aus DAB und DNA20 
inkubiert (1 µL aus einer 1 mM bzw. 100 µM Lösung von DNA20 auf 249 µL DMEM-
Medium). Anschließend noch weitere 27 h Inkubation mit FCS. Nach Fixierung mit 
Glutaraldehyd wurde über die Probe Diaminobenzidin gegeben. Danach wurde im 





10.9 Liste verwendeter DNA-Sequenzen 
 
CyIQ-modifizierte Oligonukleotide (Monomere)  
DNA1  3´- C-A-G-T-C-A-CyIQ-T-G-A-C-G-T-A-C-G-T - 5´  
DNA2  3´- A-G-T-C-A-C-T-T-CyIQ-T-T-C-T-G-A-C-G - 5´  
DNA3  3´- A-G-T-C-A-C-T-C-CyIQ-C-T-C-T-G-A-C-G - 5´  
DNA4  3´- A-G-T-C-A-C-T-G-CyIQ-G-T-C-T-G-A-C-G - 5´  
DNA5  3´- A-G-T-C-A-G-A-T-CyIQ-T-A-G-T-G-A-C-T - 5´  
DNA6  3´- C-G-T-C-A-G-A-T-A-CyIQ-A-G-T-G-A-C-T - 5´  
DNA7  3´- C-A-G-T-C-A-A-CyIQ-T-G-A-C-G-T-A-C-G - 5´  
DNA8  3´- C-G-T-A-C-G-T-C-A-A-CyIQ-T-G-A-C-T-G - 5´  
DNA9  3´- C-A-G-T-C-A-CyIQ-A-T-G-A-C-G-T-A-C-G - 5´  
DNA10 3´- C-G-T-A-C-G-T-C-A-CyIQ-A-T-G-A-C-T-G - 5´  
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DNA7 MMR39 5586,5 1395,9 [M-5H]4- 170000 
DNA8 MMR40 5577,5 1393,6 [M-5H]4- 165000 
DNA9 MMR42 5586,5 1395,9 [M-5H]4- 171000 





Die TR-modifizierten Stränge DNA11-14 wurden von Carolin Holzhauser synthetisiert 
und von ihr bereitgestellt (in Klammern die jeweilige Arbeitsbezeichnung).  
 
DNA11 3’- C-A-G-T-C-A-A-TR-T-G-A-C-G-T-A-C-G- 5’ (ch38) 
DNA12 5’- G-T-C-A-G-T-TR-A-A-C-T-G-C-A-T-G-C- 3’  (ch39) 
DNA13 3’- C-A-G-T-C-A-TR-A-T-G-A-C-G-T-A-C-G- 5’  (ch40)         
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CyIQ- und TR- modifizierte Oligonukleotide 
DNA15 3´- C-A-G-T-C-A-TR-CyIQ-T-T-G-A-C-G-T-A-C- 5´  
DNA16 3´- C-A-G-T-C-A-TR-A-CyIQ-A-C-G-T-A-C-G-T- 5´  
 


















Mehrfach CyIQ-modifizierte Oligonukleotide (Dimere, Trimere) 
DNA17 3´- C-A-G-T-C-A-CyIQ-CyIQ-T-T-G-A-C-G-T-A-C- 5´ 
DNA18 3´- C-A-G-T-C-G-CyIQ-CyIQ-C-T-G-A-C-G-T-A-C- 5´ 
DNA20  5´- AGC-TTA-CCG-CGCyIQ-ATT-TCA-ACyIQC-GTA-CCG-G- 3´  
DNA21  5´- GAT-CCC-GGT-ACG-ACyIQT-GAA-ACyIQA-CGC-GGT-A- 3´ 
DNA22 5´- AGC-TTA-CCG-CGCyIQ-ATCyIQ-TCA-ACyIQC-GTA-CCG-G- 3´  
 







DNA17 MMR37 5947,1 1485,9 [M-5H]4- 163000 
DNA18 MMR55 5948,1 1486,1 [M-6H]4- 159000 








DNA22 MMR48 10121,4 (zu groß für MS) 294000 
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Klick-Uridin modifizierte Oligonukleotide für Upconversion-Nanopartikel 
DNA23 5´- kU-C-A-G-T-G-A-T-C-T-A-G-A-C-T-G-C- 3´ 
DNA24 3´- C-G-T-A-C-G-A-T-A-T-A-G-C-A-T-G-kU- 5´  
DNA25 3´- A-G-T-A-C-G-A-T-A-T-A-G-C-A-T-G-kU- 5´ 
DNA26 5´- kU-C-A-T-G-C-T-A-T-A-T-C-G-T-A-C-A- 3´ 
DNA27 3´- A-G-T-C-A-C-T-A-A-A-T-C-T-G-A-C- kU- 5´ 
 
 
Tabelle 23: Übersicht , MS-Analytik und molare Extinktionskoeffizienten zu den mit klick-Uridin (kU; 2´-O-Propargyl-Uridin) 
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